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Resumen y Abstract IX
 
Resumen 
Se realizó un estudio descriptivo de corte transversal que incluyó 420 gatos 
domésticos provenientes de los centros de zoonosis de Bogotá (354 animales) y 
Cali (66 animales), la mayoría de los gatos eran meztisos (94,7%), con edades 
que oscilaban entre 1 y 30 meses.  Los cuales fueron sometidos a exámenes 
físicos, colecta de ectoparásitos, pruebas de laboratorio clínico y frotis 
sanguíneos tanto capilares (periférico) como venosos, en ambos casos a partir de 
sangre sin anticoagulante, coloreados con Giemsa y Gram, para identificar la 
presencia de: Babesia spp, Hepatozoon spp, Cytauxzoon spp, Trypanosoma spp, 
Leishmania spp, Dirofilaria spp, Mycoplasma spp, Anaplasma spp, Ehrlichia spp o 
Rickettsia spp.  El 70,5% de los animales presentaba temperatura normal y el 
46,9% membranas mucosas pálidas. Unicamente se identificó Mycoplasma spp, 
calculándose una frecuencia de presentación del 36% por métodos 
parásitológicos, sin embargo muestras de sangre seca en papel de filtro de 306 
animales, fueron sometidos a prueba de PCR encontrandose un incremento 
notable en la frecuencia de presentación de casos positivos, alcanzando un 95%.   
Para el caso de los ectoparásitos en el 37,1% de los casos se identificó la pulga 
Ctenocephalides felis felis y no se observó la presencia de garrapatas. Se 
presentó asociación estadísticamente significativa entre la infección con 
Mycoplasma spp y la coloración de las membranas mucosas.  Si bien los 
valores de frecuencia de presentación de Mycoplasma spp varian de acuerdo al 
tanto del tamaño de la muestra y  del método diagnóstico, el hallazgo del 36% 
mediante métodos parásitológicosy del 95% por PCR, demuestra la importancia 
que tiene la Anemia Infecciosa Felina en nuestro medio. 
 
Palabras clave: Hemoparásitos, gato, Mycoplasma  spp, Ctenocephalides 
felis felis, anemia, coloración de Giemsa, coloración de Gram. PCR, A.J.F. 
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Abstract 
 
A cross section descriptive study was carry out including 420 domestic cats from 
zoonosis centers of Bogotá (354 animals) and Cali (66 animals).  The majority of 
cats were mixbreed animals (94,7%) with ages that oscillated between one and 
thirty six months.  All the populations was submitted to physical examinations, 
evaluation of ectoparasites presence and capillary and venous blood sampling for 
clinical laboratory tests and smears to evaluate the presence of haemoparasites 
presence evaluation by Giemsa and Gram stains.  Blood smears samples were 
taking without anticoagulant in order to identify the presence of: Babesia spp, 
Hepatozoon spp, Cytauxzoon spp, Trypanosoma spp, Leishmania spp, Dirofilaria 
spp, Mycoplasma spp, Anaplasma spp, Ehrlichia spp or Rickettsia spp. The 
70,5% of the animals showed normal temperature and 46,9% pale mucous 
membranes.  It was  identified Mycoplasma spp 36% of presentation frecuency 
by a parásitological methods, however in   306 cats  that had blood dried filter 
paper samples, it was established a 95% of presentation frecuency by PCR. For 
the case of the presence of ectoparasites the flea specie found in the cats 
evaluated was Ctenocephalides felis felis (37,1%); the presence of ticks was 
not observed.    It was found association between Mycoplasma spp infections 
and the pale and white mucous membranes color.  The values of presentation 
frecuency for Mycoplasma spp  are related to the size of the sample and the 
diagnostic method employed .The findings of this study 36% of infections by 
parásitological methods  and 95% by PCR demostrates  the importance that the 
feline infectious anemia has within an environment such as ours. 
 
Key words: Hemoparasites, cat, Mycoplasma spp., Ctenocephalides felis 
felis, anemia, Giemsa stain, Gram stain. PCR, F.I.A. 
 
 
Contenido XI
 
Contenido 
Pág. 
 Resumen…………………………………………..……………………………………IX 
  Lista de figuras ................................................................................................................ XVI 
  Lista de tablas ................................................................................................................ XVIII 
   Introducción ........................................................................................................................ 1 
   Objetivos ............................................................................................................................. 5 
Objetivo general .................................................................................................................. 5 
Objetivos específicos .......................................................................................................... 5 
1. Revisión de literatura ................................................................................................... 6 
1.1. Babesiosis ................................................................................................................ 6 
1.1.1. Etiología ................................................................................................................ 6 
1.1.1.1. Babesia felis ...................................................................................................... 7 
1.1.1.2. Babesia cati....................................................................................................... 7 
1.1.2. Epidemiología ....................................................................................................... 7 
1.1.2.1. Especies afectadas ........................................................................................... 7 
1.1.3. Prevalencia ........................................................................................................... 8 
1.1.4. Transmisión .......................................................................................................... 8 
1.1.5. Ciclo de vida ......................................................................................................... 9 
1.1.6. Sintomatología .................................................................................................... 10 
1.1.7. Diagnóstico ......................................................................................................... 12 
1.1.8. Tratamiento ......................................................................................................... 12 
1.2. Hepatozoonosis ...................................................................................................... 10 
1.2.1. Etiología .............................................................................................................. 10 
1.2.1.1. Hepatozoon canis ........................................................................................... 10 
1.2.1.2. Hepatozoon americanum................................................................................ 11 
1.2.2. Epidemiología ..................................................................................................... 11 
1.2.2.1. Especies afectadas ......................................................................................... 11 
1.2.3. Prevalencia ......................................................................................................... 12 
1.2.4. Transmisión ........................................................................................................ 13 
1.2.5. Ciclo de vida ....................................................................................................... 14 
1.2.6. Sintomatología .................................................................................................... 15 
1.2.7. Diagnóstico ......................................................................................................... 16 
1.2.8. Tratamiento ......................................................................................................... 20 
1.3. Cytauxzoonosis ...................................................................................................... 21 
1.3.1. Etiología .............................................................................................................. 21 
1.3.2. Epidemiología ..................................................................................................... 21 
XII Frecuencia de infecciones rickettsiales y hemoparasitarias en gatos domésticos 
(felis catus  schereber 1775) de los Centros de Zoonosis, en las Ciudades de 
Bogotá y Cali
 
1.3.2.1. Especies afectadas ......................................................................................... 21 
1.3.3. Prevalencia ......................................................................................................... 21 
1.3.4. Transmisión ........................................................................................................ 22 
1.3.5. Ciclo de vida ....................................................................................................... 22 
1.3.6. Sintomatología .................................................................................................... 20 
1.3.7. Diagnóstico ......................................................................................................... 20 
1.3.8. Tratamiento ......................................................................................................... 21 
1.4. Trypanosomiasis .................................................................................................... 22 
1.4.1. Etiología .............................................................................................................. 22 
1.4.2. Epidemiología ..................................................................................................... 24 
1.4.2.1. Especies afectadas ......................................................................................... 24 
1.4.3. Prevalencia ......................................................................................................... 24 
1.4.4. Transmisión ........................................................................................................ 25 
1.4.5. Ciclo de vida ....................................................................................................... 25 
1.4.6. Sintomatología .................................................................................................... 26 
1.4.7. Diagnóstico ......................................................................................................... 27 
1.4.8. Tratamiento ......................................................................................................... 29 
1.5. Leishmaniosis ......................................................................................................... 30 
1.5.1. Etiología .............................................................................................................. 30 
1.5.2. Epidemiología ..................................................................................................... 30 
1.5.2.1. Especies afectadas ......................................................................................... 31 
1.5.3. Prevalencia ......................................................................................................... 31 
1.5.4. Transmisión ........................................................................................................ 30 
1.5.5. Ciclo de vida ....................................................................................................... 30 
1.5.6. Sintomatología .................................................................................................... 30 
1.5.7. Diagnóstico ......................................................................................................... 31 
1.5.8. Tratamiento ......................................................................................................... 32 
1.6. Dirofilariasis ............................................................................................................ 33 
1.6.1. Etiología .............................................................................................................. 33 
1.6.2. Epidemiología ..................................................................................................... 33 
1.6.2.1. Especies afectadas ......................................................................................... 34 
1.6.3. Prevalencia ......................................................................................................... 34 
1.6.4. Transmisión ........................................................................................................ 35 
1.6.5. Ciclo de Vida ....................................................................................................... 38 
1.6.6. Sintomatología .................................................................................................... 39 
1.6.7. Diagnóstico ......................................................................................................... 39 
1.6.8. Tratamiento ......................................................................................................... 39 
1.7. Mycoplasmosis (Haemobartonelosis) .................................................................... 40 
1.7.1. Etiología .............................................................................................................. 43 
1.7.2. Epidemiología ..................................................................................................... 40 
1.7.2.1. Especies afectadas ......................................................................................... 40 
1.7.3. Prevalencia ......................................................................................................... 40 
1.7.4. Ciclo de vida y Transmisión ............................................................................... 41 
1.7.5. Sintomatología .................................................................................................... 41 
1.7.6. Diagnóstico ......................................................................................................... 42 
1.7.7. Tratamiento ......................................................................................................... 43 
1.8. Rickettsiosis ........................................................................................................... 43 
1.8.1. Anaplasmosis ..................................................................................................... 43 
1.8.1.1. Etiología .......................................................................................................... 43 
Contenido XIII
 
1.8.1.2. Epidemiología ................................................................................................. 45 
1.8.1.2.1. Especies afectadas ..................................................................................... 45 
1.8.1.2.2. Prevalencia .................................................................................................. 48 
1.8.1.3. Transmisión ..................................................................................................... 48 
1.8.1.4. Ciclo de vida ................................................................................................... 49 
1.8.1.5. Sintomatología ................................................................................................ 49 
1.8.1.6. Diagnóstico ..................................................................................................... 49 
1.8.1.7. Tratamiento ..................................................................................................... 49 
1.9. Ehrlichiosis ............................................................................................................. 50 
1.9.1. Etiología .............................................................................................................. 50 
1.9.1.1. Epidemiología ................................................................................................. 51 
1.9.1.2. Especies afectadas ......................................................................................... 51 
1.9.1.3. Prevalencia ..................................................................................................... 51 
1.10. Control y prevención .............................................................................................. 58 
2. Metodología ............................................................................................................... 59 
2.1. Ciudades objeto de estudio ................................................................................... 59 
2.2. Población objeto de estudio ................................................................................... 61 
2.3. Reseña y examen clínico ....................................................................................... 61 
2.4. Recolección de las muestras ................................................................................. 61 
2.4.1. Sangre venosa ................................................................................................... 61 
2.4.2. Sangre capilar..................................................................................................... 61 
2.4.3. Toma de ectoparásitos ....................................................................................... 62 
2.4.4. Conservación de las muestras ........................................................................... 62 
2.5. Procesamiento de las muestras ............................................................................ 62 
2.5.1. Montaje de frotis sanguíneo ............................................................................... 62 
2.5.1.1. Coloración de Giemsa .................................................................................... 63 
2.5.1.2. Coloración de Gram ........................................................................................ 63 
2.5.1.3. Examen de la línea de blancos (“Buffy coat”) o método de Woo. ................. 63 
2.6. Procesamiento de las muestras clínicas. .............................................................. 64 
2.7. Lectura de láminas para las pruebas parásitológicas ........................................... 65 
2.7.1. Lectura de láminas ............................................................................................. 65 
2.7.1.1. Establecimiento de Niveles de Parasitemias ................................................. 66 
2.8. Clasificación de ectoparásitos ............................................................................... 66 
2.9. Realización de pruebas de PCR ............................................................................ 67 
2.9.1. Extracción de ADN de las muestras de sangre en papel de filtro…………….67 
2.9.2. Amplificación del ADN ....................................................................................... 67 
2.9.3. Electroforesis de DNA en Gel de Poliacrilamida al 1% .................................... 68 
3. Procesamiento y análisis de la información .............................................................. 68 
4. Resultados ................................................................................................................. 70 
4.1. Área de Estudio ...................................................................................................... 70 
4.2. Población Felina ..................................................................................................... 70 
4.3. Reseña y examen clínico ....................................................................................... 70 
4.3.1. Raza .................................................................................................................... 71 
4.3.2. Sexo .................................................................................................................... 71 
4.3.3. Edad .................................................................................................................... 72 
4.3.4. Peso .................................................................................................................... 72 
4.3.5. Color ................................................................................................................... 72 
4.4. Examen clínico ....................................................................................................... 72 
4.4.1. Temperatura ....................................................................................................... 73 
4.4.2. Frecuencia Respiratoria ..................................................................................... 73 
4.4.3. Frecuencia Cardiaca .......................................................................................... 73 
XIV Frecuencia de infecciones rickettsiales y hemoparasitarias en gatos domésticos 
(felis catus  schereber 1775) de los Centros de Zoonosis, en las Ciudades de 
Bogotá y Cali
 
4.4.4. Coloración de las Mucosas ................................................................................ 74 
4.4.4.1. Mucosa ocular ................................................................................................. 74 
4.4.4.2. Mucosa oral ..................................................................................................... 74 
4.4.4.3. Mucosa vulvar ................................................................................................. 74 
4.4.5. Presencia de ectoparásitos. ............................................................................... 75 
4.5. Toma y recolección de muestras de sangre y ectoparásitos ................................ 76 
4.5.1. Sangre venosa y capilar ..................................................................................... 76 
4.5.2. Colecta de ectoparásitos .................................................................................... 76 
4.6. Procesamiento de muestras parásitológicas ......................................................... 77 
4.6.1. Montaje de frotis delgados de sangre ................................................................ 78 
4.6.1.1. Coloración de Giemsa .................................................................................... 78 
4.6.1.2. Coloración de Gram ........................................................................................ 78 
4.6.1.3. Prueba de Woo ............................................................................................... 78 
4.7. Procesamiento de las muestras clínicas ............................................................... 78 
4.7.1. Cuadros hemáticos ............................................................................................. 78 
4.7.1.1. Hematocrito ..................................................................................................... 79 
4.7.1.2. Proteínas plasmáticas totales ......................................................................... 79 
4.7.1.3. Hemoglobina ................................................................................................... 79 
4.7.1.4. Recuento de glóbulos rojos ............................................................................ 79 
4.7.1.5. Recuento de glóbulos blancos (Leucocitos) .................................................. 79 
4.7.1.6. Recuento de neutrófilos .................................................................................. 80 
4.7.1.7. Recuento de linfocitos .................................................................................... 80 
4.7.1.8. Recuento de monocitos .................................................................................. 80 
4.7.1.9. Recuento de eosinófilos ................................................................................. 80 
4.7.1.10. Recuento de basófilos y bandas .................................................................... 80 
4.7.1.11. Volumen corpuscular medio ........................................................................... 82 
4.7.1.12. Concentración de hemoglobina corpuscular media ....................................... 82 
4.7.1.13. Anemia macrocítica hipocrómica .................................................................... 82 
4.7.1.14. Anemia microcítica hipocrómica ..................................................................... 82 
4.8. Lectura de láminas para las pruebas parásitológicas ........................................... 82 
4.9. Establecimiento de niveles de parasitemia ........................................................... 83 
4.10. Clasificación de ectoparásitos ............................................................................ 85 
4.11. Resultados prueba de Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) …     86 
5. Análisis de resultados ................................................................................................ 89 
5.1. Área de estudio ...................................................................................................... 90 
5.2. Población felina ...................................................................................................... 90 
5.3. Reseña y examen clínico ....................................................................................... 91 
5.3.1. Raza .................................................................................................................... 91 
5.3.2. Sexo .................................................................................................................... 91 
5.3.3. Edad .................................................................................................................... 91 
5.3.4. Peso .................................................................................................................... 92 
5.3.5. Color ................................................................................................................... 92 
5.4. Examen Clínico ...................................................................................................... 93 
5.4.1. Temperatura ....................................................................................................... 93 
5.4.2. Frecuencia respiratoria y frecuencia cardíaca ................................................... 94 
5.4.3. Membranas mucosas ......................................................................................... 94 
5.4.3.1. Mucosa oral ..................................................................................................... 94 
5.4.3.2. Mucosa ocular ................................................................................................. 95 
5.4.3.3. Mucosa vulvar ................................................................................................. 95 
Contenido XV
 
5.4.4. Presencia de ectoparásitos ................................................................................ 95 
5.5. Toma y recolección de muestras de sangre .......................................................... 96 
5.5.1. Sangre venosa ................................................................................................... 96 
5.5.2. Sangre capilar..................................................................................................... 96 
5.5.3. Colecta de ectoparásitos .................................................................................... 97 
5.5.4. Conservación de las muestras ........................................................................... 97 
5.6. Procesamiento de las muestras parásitológicas. .................................................. 97 
5.6.1. Coloración de Giemsa ........................................................................................ 97 
5.6.2. Coloración de Gram ........................................................................................... 98 
5.6.3. Pruebas de Woo ................................................................................................. 98 
5.7. Procesamiento de muestras clínicas ..................................................................... 98 
5.7.1. Cuadros hemáticos ............................................................................................. 98 
5.7.1.1. Parámetros indicativos de anemia (Hematocrito, Hemoglobina, Recuento de 
Glóbulos Rojos, VCM (Volumen Corpuscular Medio, CCMH (Concentración 
Corpuscular Media de Hemoglobina) ............................................................................... 98 
5.7.1.2. Proteínas plasmáticas totales ....................................................................... 100 
5.7.1.3. Recuento de glóbulos blancos ..................................................................... 102 
5.7.1.4. Recuento de reticulocitos ............................................................................. 102 
5.8. Lectura de las láminas para las pruebas parásitológicas. .................................. 103 
5.9. Establecimiento de los niveles de parasitemias .................................................. 105 
5.10. Clasificación de ectoparásitos .......................................................................... 106 
6. Conclusiones y recomendaciones ........................................................................... 109 
6.1 Conclusiones…………………………………………………………………………….109 
6.2 Recomendaciones ……………………………………………………………………111 
Anexo A.  Encuesta ......................................................................................................... 113 
Anexo B.   Protocolo de preparación agua buferada pH 7 ............................................ 115   
 Anexo C. Protocolo para la elaboración de un gel de poliacrilamida ........................... 117 
BIBLIOGRAFÍA ............................................................................................................... 119 
 
 
 
 
 
Contenido XVI
 
Lista de figuras 
Pág. 
 
Figura 1.  Ciclo de vida del género Babesia. ......................................................... 11 
Figura 2.  Infección por Babesia spp.   .................................................................. 11 
Figura 3.  Observación microscópica de un gamonte de Hepatozoon spp en 
sangre periférica de un extendido de una hembra de Ocelote de Maranhao 
(Brasil). .................................................................................................................. 11 
Figura 4.  Gamonte de Hepatozoon spp en un leucocito de una rata de algodón, 
infectada naturalmente. ......................................................................................... 12 
Figura 5.  Hígado de rata naturalmente infectada que contiene un meronte.   ...... 15 
Figura 6.  Ciclo de vida de Hepatozoon spp. ......................................................... 15 
Figura 7.  Glóbulos rojos felinos infectados por Cytauxzoon felis. ........................ 21 
Figura 8.  Trypanosoma cruzi en estado de trypomastigote. ................................. 21 
Figura 9. Trypanosoma cruzi en estado de amastigote. ........................................ 23 
Figura 10. Trypanosoma cruzi en estado de epimastigote. ................................... 23 
Figura 11.  Ciclo de vida de Trypanosoma cruzi. .................................................. 26 
Figura 12.  Ciclo de vida de Leishmania spp. ........................................................ 31 
Figura 13.  Ciclo de vida de Dirofilaria spp. ........................................................... 35 
Figura 14.  Microfilarias del género Dirofilaria immitis. .......................................... 36 
Figura 15.  Microfotografía electrónica de dos Mycoplasma haemominutum, sobre 
la superficie de un glóbulo rojo (Tomado de: Tasker, 2010). ................................ 39 
Figura 16.  Ictericia en un gato con Mycoplasmosis. ............................................. 41 
Figura 17.  Evidencia microscópica de infección felina por Anaplasma 
phagocytophilum.  Las flechas muestran inclusiones intracitoplasmáticas en 
neutrófilos, individuales o en colonias (mórulas). .................................................. 44 
Figura 18.  Extendido de la línea de blancos de un canino con Ehrlichia canis.  La 
flecha evidencia una mórula intracitoplasmática en un neutrófilo. ........................ 47 
Figura 19. Distribución geográfica de Rickettsia felis como casos clínicos o por su 
presencia en pulgas. ............................................................................................. 51 
Figura 20.  Ciclo de vida urbano y suburbano de Rickettsia spp en hospederos 
mamíferos. ............................................................................................................ 54 
Figura 21.  Caracterización de Ctenocephalides felis felis ..................................... 85 
Contenido XVII
 
Figura 22. Gel de poliacrilamida mostrando los amplificados obtenidos con los 
primers 1183F y 1290R, basados en el gen 16S rRNA, para el diagnóstico de 
Mycoplasma haemofelis  y “Candidatus” Mycoplasma haemominutum……….…87   
Figura 23.  Eritrocitos infectados con Mycoplasma spp. …………………………….  90 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
Contenido XVIII
 
Lista de tablas 
Pág. 
 
Tabla  1.  Tratamientos médicos para la Leishmaniasis (Tomado de Baneth et al., 2002) 32 
Tabla 2.  Resultados  de la reseña. ...................................................................................... 71 
Tabla 3.  Resultados del examen clínico. ............................................................................ 75 
Tabla 4.  Inventario de muestras tomadas. .......................................................................... 77 
Tabla 5.  Procesamiento de muestras (frotis sanguíneos realizados). ............................... 77 
Tabla 6.  Inventario de frotis coloreados con Giemsa y Gram. ........................................... 77 
Tabla 7.  Resumen de  resultados  en cuadro hemático. .................................................... 81 
Tabla 8.  Lectura de las láminas parásitológicas. ................................................................ 83 
Tabla 9.  Niveles de parasitemia por coloraciones. ............................................................. 84 
Tabla 10.  Presentación discriminada de ectoparásitos. ..................................................... 84 
Tabla 11.  Comparación de los parámetros de establecimiento de anemias. .................. 101 
Tabla 12.   Distribución del registro de casos positivos por coloraciones. ................. 102104 
Tabla 13.  Comparación entre los niveles de parasitemia y las coloraciones. ................. 105 
Tabla 14.  Resultados comparativos entre los resultados optenidos por Frotis y los 
                 optenidos por PCR ………………………………………………………………105 
Tabla 15. Resultados Comparativos  Para Anemia Macrocitica Hipocrómica …………108 
Tabla 16. Resultados Comparativos Para Anemia Microcitica Hipocrómica ………….108 
Tabla 17.  Resultados de Niveles de Parasitemia en los Casos Positivos a Ambas  Pruebas 108 
 
 Introducción 
Históricamente los gatos han estado asociados con la especie humana 
posiblemente antes que el perro, debido al beneficio que los hábitos de caza 
proporcionaban al hombre librándolo así de diferentes plagas.  No obstante; de 
acuerdo con la civilización en la que se desenvolvieron han sido considerados 
desde dioses, como en el antiguo Egipto, hasta la encarnación del mal en el 
Medioevo europeo (Alvarez del Real, 1991). 
En los últimos años, ha surgido un aumento en la popularidad de los gatos como 
mascotas y se calcula que en una tercera parte de los hogares americanos viven 
cerca de 60 millones de estos, ya que son adaptables y su naturaleza afectiva y 
tranquila los hace aún más valiosos para sus propietarios (Azad, Radulovic, 
Higgins, Noden & Troyer, 1997; Sherding, 1995).  Colombia no se aparta de la 
tendencia mundial lo cual se evidencia en el hecho de que ya en algunas 
ciudades se estan haciendo censos poblacionales parciales, tanto de felinos 
como de caninos, como los realizados en las ciudades objeto del presente 
estudio: Bogotá (144.928 gatos) y Cali (27.529 gatos) donde se encontraron 
relaciones de 1 gato por 48 personas (Vega et al., 2007; Santafé, 2004; ICA 
2010). 
Adicionalmente, a nivel mundial la emergencia y la reemergencia de 
enfermedades parasitarias y transmitidas por artrópodos, se han constituido en 
retos tanto para las diferentes autoridades sanitarias como para los profesionales 
del área de la salud tanto animal como humana (Levin, 1996).  La intervención 
humana ha contribuido con el cambio climático, debido al calentamiento global, el 
aumento exponencial en las poblaciones de vectores y la alteración de los 
ecosistemas en los que se desenvuelven gran variedad de especies de 
reservorios (Billeter et al., 2007; Azad et al., 1997); el incremento en la 
accesibilidad a nichos medio ambientales, el aumento en los viajes de animales 
de compañía de zonas endémicas a zonas libres, cambios en el manejo del agua 
y de la tierra, la expansión de hogares y sus mascotas en medios ambientes 
selváticos, han permitido la propagación de entidades, tales como Bartonelosis, 
Yersiniosis, Coxielosis y Rickettsiosis (Heikkila et al., 2010; Reithnger et al., 2007; 
Shaw et al., 2001). 
El estrecho contacto entre humanos y gatos domésticos, pone de relieve la 
importancia en el seguimiento que se haga de la salud felina, tanto por el valor 
afectivo respecto de las mascotas y su estado de salud, como por la posibilidad 
de constituirse en resevorios de entidades zoonóticas o ser hospederos de 
2 Introducción
 
vectores con la capacidad de transmitir estas enfermedades, las cuales pueden 
ser diagnosticadas mediante extendidos sanguíneos y/o confirmadas mediante 
pruebas serológicas más específicas y sensibles o mediante técnicas moleculares 
como PCR (Costa Oliveira, 2010; Cordero del Campillo & Rojo, 2000). 
La babesiosis felina es una entidad producida por Babesia felis o Babesia cati, 
transmitidas por garrapatas de la familia Ixodidae, aunque se trata de una 
zoonosis emergente, las especies de babesia que afectan al gato, aún no han 
sido implicadas en la presentación de la entidad en humanos (Irwin, 2009; 
Bosman et al., 2007; Meléndez, 2000). 
La hepatozoonosis entidad producida por un protozoo intraleucocitario conocido 
como Hepatozoon canis, el cual se presenta solo en Europa, Asia y África y otro 
el Hepatozoon americanum,   en Norteamérica, los dos pueden afectar al gato 
doméstico en grados variables de patogenicidad y a otros carnivoros demésticos 
y salvajes; se implica en su transmisión la garrapata Riphicephalus sanguineus, 
Amblyomma cajennense y Amblyomma maculatum  (Metzger et al., 2008; 
Rubin et al., 2006). 
La citauxzoonosis es una enfermedad letal en gatos por su efecto anemizante y 
producida por el protozoario Cytauxzoon felis, es considerada endémica en las 
regiones sur- central y suroriental de Norteamérica y con algunos reportes en 
Europa, el vector comprobado en la transmisión es la garrapata Dermacentor 
variabilis (Luaces et al., 2005; Rotstein et al., 1999). 
La tripanosomosis se encuentra reportada en Latinoamérica como “Enfermedad 
de Chagas” y producida por un protozoario flagelado denominadoTrypanosoma 
cruzi  asi mismo también se reportan infecciones con Trypanosoma evansi en 
todo el mundo.  El gato y el perro se han considerado como reservorios de la 
enfermedad que afecta ampliamente a los humanos en zonas endémicas 
tropicales y subtropicales, en los cuales el vector transmisor puede ser de 
diferentes especies de triatominos como el Triatoma infestans, Triatoma 
dimidiata y Rhodnius prolixus, también se han implicado en su transmisión 
mecánica, moscas de los géneros Tabanus, Haematobia, Stomoxys y Atylotus 
(Tarello, 2005; OIE, 2004). 
La leishmaniasis contemplada como una epizootia afecta gran cantidad de 
mamíferos incluyendo al hombre, la entidad es de muy bajo reporte en gatos, los 
cuales se han involucrado como reservorios al igual que los perros.  El agente 
causal implicado en el continente americano puede pertenecer a los complejos 
Leishmania braziliensis, Leishmania mexicana, Leishmania peruviana y 
Leishmania chagasi, mientras que en Europa, Asia y África las especies 
causantes son: Leishmania donovani, Leishmania infantum, Leishmania 
tropica, Leishmania major y Leishmania aethiopica.  La transmisión está 
reportada para insectos de los géneros Phlebotomus y Lutzomyia (Sarkari et al., 
2009; Dantas-Torres et al., 2006). 
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La dirofilariasis entidad conocida como Enfermedad del Gusano del Corazón, 
afecta principalmente a perros y gatos, pero ocasionalmente también afecta al 
hombre, especialmente en áreas endémicas ya que se trata de una enfermedad 
de distribución mundial.  Transmitida por mosquitos culícidos de los géneros: 
Culex, Aedes y Anopheles, el nemátodo implicado es Dirofilaria immitis 
(Branco et al., 2009; Goodfellow & Shaw, 2005). 
La micoplasmosis antes conocida como haemobartonelosis, afecta principalmente 
al gato doméstico en el cual la entidad es conocida como “Anemia Infecciosa 
Felina”, pudiendo afectar a otros mamíferos silvestres y a humanos 
inmunocomprometidos.  Los actualmente denominados hemoplasmas más 
frecuentes en los gatos son Mycoplasma haemofelis, “Candidatus” 
Mycoplasma haemominutum, “Candidatus” Mycoplasma turicensis y 
“Candidatus” Mycoplasma haematoparvum-like, los cuales varían en su 
patogeneicidad y en los que se encuentra implicada con mayor frecuencia la 
pulga del gato Ctenocephalides felis, aunque existe la posibilidad de transmisión 
por mordeduras, rasguños o transfusiones sanguíneas (Tasker, 2010; Suliman, 
2010). 
La realización de extendidos sanguíneos son la herramienta diagnóstica más 
frecuentemente usada por los veterinarios en el país, situación que puede ser 
mejorada si se plantea la posibilidad de realizar pruebas moleculares como el 
PCR para confirmar diagnósticos diferenciales planteados frente a 
sintomatologías comunes. 
Las rickettsiosis en los gatos se encuentran asociadas a tres generos Anaplasma 
phagocitophylum, Ehrlichia canis, Ricketsia felis y Ricketsia typhi, pero los 
reportes establecen prevalencias bajas para el caso de los felinos domésticos. 
Para las entidades producidas por Ricketsia felis y Ricketsia typhi  el gato se 
comporta como un reservorio en el cual el principal vector es Ctenocephalides 
felis  y la presentación de la enfermedad es fundamentalmente en humanos. 
El presente estudio buscó establecer la frecuencia de presentación de las 
entidades anteriormente mencionadas en las ciudades de Bogotá y Cali, a partir 
del muestreo de sangre venosa y capilar de los gatos capturados, en los 
respectivos centros de zoonosis de las dos ciudades, debido a que estos felinos 
son  un indicador de la presencia tanto de vectores como de agentes 
hemoparásitos en poblaciones felinas. Debido a las diferentes condiciones 
medioambientales de las dos ciudades se buscó poder describir la presencia de 
los posibles vectores implicados en la transmisión de las enfermedades 
hemoparasitarias de los gatos. Mediante exámen clínico general y un cuadro 
hemático se buscó establecer las posibles asociaciones entre los parasitismos y 
las variables clínicas y paraclínicas evaluadas. 
A partir de las dos poblaciones felinas estudiadas se buscó generar información  
que permita un mayor conocimiento de la situación epidemiológica de las 
enfermedades hemoparasitarias de los gatos domésticos. 
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Se emplearon como metodologías diagnósticas la evaluación clínica de los 
animales,  la realización de frotis sanguíneos venosos y capilares sin 
anticoagulante y la toma de sangre para cuadro hemático, prueba de Woo y para 
preservar manchas de sangre seca en papel de filtro. Los extendidos de sangre 
fueron coloreados con Giemsa y Gram para establecer la presencia  
hemoparásitos y establecer grados de parasitemia. A partir de muestras de 
sangre seca en papel de filtro se realizó prueba de PCR para confirmar los 
hallazgos parásitológicos obtenidos.  
De algunas de las anteriores entidades hemoparasitarias que afectan al gato se 
desconoce en nuestro medio su prevalencia, presencia de vectores implicados, 
formas de transmisión y efecto sobre la salud pública, ya que no se cuenta con 
publicaciones indexadas, estudios clínicos con reportes de caso, ni estudios 
epidemiológicos de estos agentes etiológicos. 
Este trabajo constituye el primer reporte acerca de la frecuencia de presentación 
de entidades hemoparasitarias y ricketsiales, transmitidas por vectores a los 
gatos domésticos, en dos de las principales ciudades colombianas, con 
características medioambientales diferentes.  
 
 
 
 
  
 
Objetivos 
Objetivo general 
Determinar la frecuencia de presentación de las infecciones rickettsiales y 
hemoparasitarias en muestras de sangre de gatos domésticos (Felis catus), 
mediante diagnóstico parásitológico en frotis sanguíneos de los centros de 
zoonosis de las ciudades de Bogotá y Cali durante los años 2007 y 2008. 
Objetivos específicos 
Describir la presencia de los vectores de rickettsias y hemoparásitos en gatos 
domésticos. 
Comparar las poblaciones felinas estudiadas y las entidades encontradas entre 
las dos ciudades. 
Determinar las posibles asociaciones entre los parasitismos encontrados y las 
variables clínicas y paraclínicas encontradas en el estudio. 
 
Generar información que permita un mayor conocimiento con respecto a la 
situación epidemiológica de este tipo de entidades en los gatos, en las ciudades 
de estudio. 
 
Plantear la importancia de las entidades que afectan a los felinos domésticos 
respecto de su posible incidencia en la salud pública. 
 
 
 
 
 

  
 
1. Revisión de literatura 
Las entidades hemoparasitarias son enfermedades cosmopolitas, transmitidas 
por vectores, anemizantes en su mayoría, las cuales afectan tanto a felinos 
silvestres como al gato doméstico y cuya frecuencia de presentación no es clara 
en el país a pesar de la presencia de vectores.  
Los hemoparásitos que afectan a felinos son un amplio y diverso grupo de 
organismos microscópicos de gran importancia, tanto en medicina veterinaria 
como en salud pública, por su potencial de producir enfermedades y por la 
necesidad de establecer métodos diagnósticos eficientes para su detección (Pires 
Dos Santos, 2008, Sykes, 2010, Sykes, 2003, Cordero del Campillo, 2000; 
Soulsby, 1987). 
 
1.1. Babesiosis   
 
También conocida como “Piroplasmosis”, se trata de una entidad transmitida por 
garrapatas (Smith & Kilborn, 1893), considerada una de las infecciones 
intraeritrocíticas más comunes en animales de todo mundo (Irwin, 2009; Irwin, 
2003), que ha cobrado importancia como entidad zoonótica emergente (Bishop et 
al., 2006; Lobetti, 2004; Irwin, 2003). 
 
1.1.1. Etiología  
 
La enfermedad conocida como babesiosis, es causada por un parásito 
protozoario intraeritrocítico, transmitido por garrapatas.  Se conocen dos especies 
que afectan comúnmente los gatos domésticos: Babesia felis  (Skotarczac, 2008; 
Lobetti, 2004; Baneth, 2004; Penzhorn et al., 2004) y Babesia cati (Bosman et 
al., 2007; Lobetti, 2004), siendo la primera la más diagnosticada en felinos 
domésticos, mientras que Babesia cati, solo se ha reportado en felinos salvajes 
en la India, al igual que sucede con B. pantherae y B. herpailuri  (Shaw et al., 
2001).  Aunque, se mencionan hallazgos que también involucran a Babesia 
canis con la presentación de la enfermedad en gatos (Uilenberg, 2006). 
La clasificación de las Babesias en gatos es poco clara aún y todavía se basa en 
los estudios morfológicos de parásitos obtenidos tanto de felinos salvajes como 
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domésticos (Uilemberg, 2006; Irwin, 2003; Smith, 1994), aunque recientemente 
se ha incursionado en la aplicación de pruebas moleculares que han enriquecido 
su taxonomía (Irwin, 2009; Bishop et al., 2006; Baneth et al., 2004). 
 
1.1.1.1. Babesia felis 
Esta se puede describir como un parásito intraeritrocítico, considerado como una 
babesia pequeña, que mide 0,7 x 0,9 µm, aproximadamente una tercera parte del 
tamaño reportado en Babesia canis  (Baneth et al., 2004; Green 2008).  Son 
parásitos de formas variadas, redondos, anulares o piriformes, solos o más 
usualmente encontrados en pares, unidos en forma angular y con la presencia de 
complejo apical electrodenso (Bosman et al., 2007; Penzhorn et al., 2004; Baneth 
et al., 2004; Lobetti, 2004). 
 
1.1.1.2. Babesia cati 
Fue reportada por primera vez en la India en 1950 (Penzhorn et al., 2004; Baneth 
et al., 2004; de Mudaliar et al., 1950).  Su tamaño es mayor que Babesia felis, 
usualmente de 1 x 1,5μm, son observados solitarios o de a pares (Green, 2008). 
Aunque existe una amplia variedad de babesias aisladas de felinos silvestres, no 
se ha reportado que estas afecten al gato doméstico, como si lo hacen las 
especies anteriormente mencionadas (Skotarczak, 2008; Baneth et al., 2004). 
 
1.1.2. Epidemiología 
 
1.1.2.1. Especies afectadas 
La babesiosis felina se presenta como una entidad que cursa entre leve y 
moderada en felinos silvestres y fatal para gatos domésticos (Lobetti, 2004; Irwin, 
2003).  Aunque la babesiosis felina puede ocurrir en cualquier edad, la mayoría 
de los casos ocurren en adultos jóvenes, menores de tres años (Skotarczak, 
2008; Bosman et al., 2007; Lobetti, 2004; Penzhorn et al., 2004).  
Los reportes en animales silvestres incluyen Babesia herpailuri en pumas 
(Puma concolor), Herpailurus yaguarundi y Babesia pantherae en leopardos 
(Panthera pardus), Babesia leo en leones (Panthera leo) y un piroplasma, no 
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clasificado aún, en chitas (Acinonyx jubatus). Existe un piroplasma, del cual se 
hablará más adelante, conocido como Cytauxzoon felis, que filogenéticamente 
está relacionado con Theileria y Babesia, en infecciones del gato montés (Lynx 
rufus) y gatos domésticos (Baneth et al., 2004). 
 
1.1.3. Prevalencia 
 
En perros y gatos la babesiosis fue originalmente vista como una enfermedad de 
distribución tropical y subtropical, pero recientemente se ha reconocido el 
incremento en su frecuencia en otras partes del mundo (Irwin, 2003).  Se han 
reportado casos de babesiosis felina sin la clasificación del parásito, de forma 
esporádica en varios países como Francia, Alemania, Tailandia y Zimbabwe, pero 
sin significancia clínica (Bosman et al., 2007; Lobetti, 2004; Penzhorn et al., 2004; 
Schoeman, 2001). 
Al parecer solo es un fenómeno endémico en las costas de Sur África, en donde 
se ha reportado una seroprevalencia hasta del 43% y una mortalidad estimada en 
gatos del 15%; con la mayor incidencia en la costa sur de la Ciudad del Cabo, con 
esporádica ocurrencia en la costa este y mínimos reportes de enfermedad en la 
costa oeste.  La incidencia más alta se reporta en el verano, pero es menos 
manifiesta en áreas sin estaciones o en época de invierno-otoño (Penzhorn et al., 
2004).  Por otra parte, se ha asociado con mayor frecuencia a Babesia felis con 
la raza Siamés, entre otras razas orientales (Penzhorn et al., 2004; Shaw et al., 
2001). 
Para el caso de Babesia canis, se reporta su visualización (en frotis sanguíneo) 
e identificación por PCR en sangre de tres gatos, en estudios recientes en 
España y Portugal (Irwin, 2009; Baneth et al., 2004).  Del mismo modo, en Israel, 
la misma especie de Babesia fue confirmada en dos gatos (Baneth et al., 2004), 
lo cual vincula a esta especie, antes asociada únicamente con caninos, con la 
presentación de la entidad en gatos domésticos. 
Las referencias respecto de Babesia cati se limitan a un primer hallazgo en gatos 
domésticos en la India hacia 1950 (Penzhorn et al., 2004; Baneth, 2004; de 
Mudaliar et al., 1950). 
 
1.1.4. Transmisión 
 
Todas las Babesias son transmitidas por vectores conocidos como “garrapatas 
duras” de la familia Ixodidae, las cuales inoculan en su huésped vertebrado los 
esporozoitos a través de la saliva, durante la fase de engorde de la garrapata 
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(Smith, 1994; Soulsby, 1988).  La transmisión al vector puede ocurrir en cualquier 
momento desde que haya parasitemia.  
En el caso de la entidad en gatos, el vector no ha sido identificado, pero se asocia 
más frecuentemente a la presencia de Rhipicephalus sanguineus.  Para el caso 
de nuestro país el vector asociado, una garrapata cosmopolita, se encuentra 
reportada por Osorno-Mesa (2006). 
Adicionalmente, se deben mencionar los géneros de garrapatas involucrados en 
la transmisión de Babesia canis, como Dermacentor reticulatus, 
Rhipicephalus sanguineus y Haemophysalis leachi, debido a la evidencia de 
contagio por ésta especie en los gatos (Bosman, 2007; Lobetti, 2004; Penzhorn, 
2004). 
Sin embargo, se deben tener en cuenta otras fuentes de posible contagio, como 
las transfusiones con sangre contaminada y en los neonatos por transmisión 
transplacentaria (Irwin, 2009; Irwin, 2003). 
 
1.1.5. Ciclo de vida 
 
El ciclo vital de Babesia felis o Babesia cati no ha sido bien documentado, pero 
al parecer es muy similar al de las otras especies, lo cual implica una fase sexual 
dentro de la garrapata (vector), el cual se inicia cuando los merozoitos son 
ingeridos por la garrapata, luego son digeridos en el intestino y algunos 
merozoitos se transforman en gametocitos ovoides inicialmente tetranucleados, 
los cuales se dividen hasta llegar a ser uninucleados y por unión de dos de estos 
últimos se origina un zigoto, el cual sale de las células intestinales e invade otros 
órganos de la garrapata como sus ovarios, constituyéndose así la transmisión 
transovárica, que permite infectar con el parásito a nuevas generaciones de 
garrapatas (Irwin, 2009; Bosman et al., 2007; Smith, 1994).  Algunos de estos 
zigotos penetran las células de las glándulas salivales del vector dando origen a 
miles de pequeños esporozoitos, los cuales son inoculados al vertebrado 
mientras la garrapata se alimenta del mamífero huésped, iniciándose así, la fase 
asexual del ciclo. Los esporozoitos inoculados por la garrapata invaden el 
citoplasma de los eritrocitos tanto in vivo como in vitro, son rodeados por la 
membrana celular del eritrocito, dentro de este se transforma en meronte el cual 
sufre divisiones nucleares mitóticas, consumiendo totalmente el citoplasma de la 
célula huésped.  Los merozoitos derivados de esta división miden entre 1,5 a 2 
µm y se multiplican hasta que finalmente la célula linfocítica se rompe, liberando 
merozoitos móviles, que se adhieren a los eritrocitos por medio de fibrillas para 
luego entrar en el glóbulo rojo (Smith, 1994; Soulsby, 1988).  Dentro del eritrocito 
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se empiezan a reproducir por fisión binaria, con la formación de parejas de 
parásitos o de tétradas, hasta que el glóbulo se rompe, causando anemia 
hemolítica y presentándose así hemoglobinuria.  Algunos de estos merozoitos no 
se desarrollan, sino que son absorbidos por la garrapata y en algunas especies 
como B. canis y B. microti, la transformación a gametocito se inicia dentro del 
eritrocito (Smith, 1994), ver Figura 1. 
1.1.6. Sintomatología  
 
La Babesiosis se manifiesta en un rango tan amplio que va desde los casos 
asintomáticos, pasando por infecciones medias e incluso cuadros severos, 
dependiendo de la virulencia de la especie infectiva, la susceptibilidad individual 
del huésped, y el grado de parasitemia.  Cualquier tipo de inmunosupresión 
inducida, por ejemplo por entidades como la Inmunodeficiencia Viral Felina o la 
Leucemia Viral Felina o coinfecciones con cualquier tipo de hemoplasma, 
aumentan la presentación de signos clínicos como la ictericia y la anemia (Irwin 
2009; Uilemberg, 2006; Baneth et al., 2004; Penzhorn et al., 2004). 
El hallazgo más consistente al examen clínico es la palidez de las membranas 
mucosas, anorexia, fiebre y los menos comunes incluyen vomito, pica, ictericia 
depresión, pérdida de peso y taquicardia, taquipnea.  Se presentan con gran 
variabilidad fiebre, hepatomegalia, ictericia, deshidratación, shock.  La anemia es 
el hallazgo hematológico más consistente, sin embargo, los conteos de células 
blancas y plaquetas son variables e inconsistentes (Suliman, 2009; Baneth et al., 
2004; Irwin, 2003; Ettinger & Feldman, 2000; Nelson & Couto, 1998). 
La hemólisis intravascular, asociada a la virulencia de Babesias infectantes, 
cursa con hemoglobinuria y los animales pueden presentar signos muy amplios 
que indican disfunción de órganos, asociados con, hipoxemia, hipotensión y 
extenso daño tisular, tales como anuria u oliguria, disfunción neurológica y puede 
existir el riesgo potencial de hemorragias (Irwin, 2009; Bosman, 2007; Green, 
2000). 
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Figura 1.  Ciclo de vida del género Babesia. 
(Tomado de: http://www.stanford.edu/group/parasites/ParaSites2006/Babesiosis/lifecycle.html, Abril 26 de 
2011) 
 
 
 
Figura 2.  Infección por Babesia spp.  Glóbulos rojos infectados por Babesia spp.  El 
microorganismo se replica a nivel endocelular en los eritrocitos y puede localizarse 
también en macrófagos y células endoteliales de pulmón e hígado.                                       
(Tomada de: http://www.labdiagnotest.com/articulos.php?contenido=articulos-Babesiosis 
Canina- Septiembre 26 2011) 
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Las coinfecciones por “Candidatus” Mycoplasma haemominutum en gatos, 
son generalmente asintomáticas por su apatogenicidad y por consiguiente no 
inducen anemia, sin embargo, otros reportes indican anemia de leve a moderada, 
siendo mayor el grado de anemia en gatos coinfectados con retrovirus (Sikes, 
2010; Baneth et al., 2004). 
 
1.1.7. Diagnóstico 
 
El diagnóstico de la babesiosis requiere la visualización del parásito en 
extendidos de sangre periférica, tomada del borde de la oreja o de la punta de la 
cola, teñidos con Giemsa o coloración de Romanowsky, aspirados esplénicos, de 
nódulos linfáticos o de médula ósea, así como pruebas serológicas o PCR (Irwin, 
2009; Uilemberg, 2006; Shaw, 2001) , ver Figura 2. 
Las pruebas de rutina en el laboratorio generalmente no dan resultados 
específicos, pero si aportan datos del estado general del paciente lo que conduce 
a un tratamiento integral.  Bioquímicamente lo más representativo es el aumento 
en la ALT (Alanino Amino Transferasa) e hiperbilirrubinemia; la enfermedad 
puede seguir un curso subclínico silente hasta manifestarse en estados 
avanzados (Irwin, 2009; Lobetti, 2004). 
La prueba de inmunofluorescencia indirecta (IFI), parece ser la prueba serológica 
más relevante y es ofrecida comercialmente en Estados Unidos y Europa, pero su 
uso en clínicas es limitada, de igual manera las técnicas de PCR se hacen cada 
vez más comerciales y son de gran valor diagnóstico en casos subclínicos 
(Kurtdede & Ural, 2004; Lobetti, 2004; Irwi, 2003) 
 
1.1.8. Tratamiento 
 
Varios autores coinciden en el manejo médico con Doxicilina a 5mg/kg cada 12 
horas, Clindamicina 25 mg/kg/12 horas, pero la duración del tratamiento, se 
reporta con variaciones entre un mes hasta 120 días, y se ha establecido 
mediante controles de remisión de los síntomas, o la desaparición del parásito en 
frotis sanguíneos (Irwin 2009; Uilemberg, 2008; Bosman, 2007). 
En el caso de los felinos afectados por Babesia felis, también está indicada el 
Fosfato de Primaquina 0,5 mg/kg una vez al día por vía oral o intramuscular, 
acompañada de terapia de sostenimiento, la cual debe incluir el manejo de la 
deshidratación, oxigenoterapia, manejo integral del estado de Shock y en caso de 
hematocritos menores a 15% debe implementarse transfusión sanguínea 
(Penzhorn et al., 2004).  No obstante a ser efectivo este tratamiento, la dosis 
terapéutica es muy cercana a la dosis letal de 1mg/kg. 
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La danofloxacina, la enrofloxacina y la buparvaquona no tienen acción sobre 
Babesia felis  (Green, 2008). 
 
1.2. Hepatozoonosis 
 
Se trata de un protozoo conocido como Hepatozoon, hemoparásito 
intraleucocitario transmitido por garrapatas y aunque más comúnmente reportado 
en perros también afecta a gatos domésticos. Se reportan dos variedades 
claramente identificadas, con cuadros clínicos diferentes, uno de ocurrencia en 
América y otro en el Viejo Mundo (Europa y Asia) (Marquardt et al., 2000).  Son 
parásitos intraleucocitarios, de forma alargada o rectangular y varían en tamaño, 
teniendo de 8 a 12 µm de largo por 3 a 6 µm de ancho, siendo de menor tamaño 
la variedad americana.  Generalmente los merozoítos son intraleucocitarios 
mientras que los esquizontes están en las células endoteliales de bazo, médula 
ósea e hígado (Metzger, 2008; Rubini et al., 2006; Baneth, 1998; Mercer et al., 
1998). 
Se ha reportado que posiblemente el tamaño de la especie que afecte al gato, 
sea igual que el aislado de caninos, chacales o hienas, pero Rubini (2006), en 
Brasil, aisló Hepatozoon  de un gato infectado naturalmente con dimensiones de 
9,88 µm ± 0,39 de longitud y 5,3 µm ± 0,19 µm de ancho y un área de 45,85 ± 49 
µm2. 
Varios autores coinciden en aclarar que esta entidad en el gato doméstico sigue 
siendo motivo de estudio, en razón a que muchos aspectos como etiología, ciclo 
de vida, epidemiología y transmisión son poco entendidas (Rubini, 2006).  
 
1.2.1. Etiología 
 
Existen dos especies particularmente descritas: Hepatozoon canis y 
Hepatozoon americanum, ver Figura 3. 
 
1.2.1.1. Hepatozoon canis   
Transmitido por garrapatas Ripicephalus sanguíneus, más frecuente en el 
ámbito urbano y asociado más fuertemente a animales de Europa, Asia y Africa, 
presentándose infecciones de inaparentes a severas, en general, asociadas a 
enfermedades inmunosupresoras (García de Sa et al,. 2007; Jittapalapong et al., 
2006). 
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1.2.1.2. Hepatozoon americanum  
Se confirmó que para el caso de Norteamérica, se trata de una especie distinta, 
afecta carnívoros de zonas rurales y es transmitido por las garrapatas del género 
Amblyomma maculatum (García de Sá et al., 2007; Baneth et al., 2000), su 
infección generalmente es fatal. 
 
1.2.2. Epidemiología 
 
1.2.2.1. Especies afectadas 
El parásito infecta numerosos carnívoros tanto domésticos como el perro (Canis 
familiaris) y el gato (Felis catus) así como salvajes: zorro rojo (Vulpes vulpes ), 
zorro cangrejero (Cerdocyon thous), yacal negro (Canis mesomelas), coyote 
(Canis latrans), lince (Lynx rufus), león (Panthera leo), leopardo (Panthera 
pardus), ocelotes (Leopardus pardalis), gatos silvestres (Otocolobus manul), 
chita (Acinomyx jubatus), gato salvaje (Prionailurus bengalensis 
iriomotensis) (Metzger, 2008),  también se han evidenciado infecciones 
naturales en roedores como la denominada Rata del Algodón , ver Figura 4. 
 
          
 
Figura 3.  Observación microscópica de un gamonte de Hepatozoon spp en sangre 
periférica de un extendido de una hembra de ocelote de Maranhao (Brasil).  
(Tomado de: Metzger et al., 2008 http://www.jarvm.com/articles/Vol5Iss2/Almosny.pdf 
Abril 25 de 2011) 
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Figura 4.  Gamonte de Hepatozoon sp en un leucocito de una rata de algodón, 
infectada naturalmente. Nótese el prominente núcleo y la membrana bien definida. 
(Tomado y modificado de: Breshears et al., 2009 - Abril 25 de 2011). 
 
1.2.3. Prevalencia 
 
Para el caso de la entidad causada por Hepatozoon canis, el primer reporte se 
registra en la India en 1905 (Rubini et al., 2006; Shrap et al., 1994), se encuentra 
ampliamente distribuida, con ocurrencia en toda África, sur de Europa, Asia 
(incluyendo el Medio Oriente) y las Islas del Pacífico y del océano Indico, donde 
se encuentra la garrapata vector Rhipicephalus sanguineus (Green, 2008; 
Shaw et al., 2001; Baneth, 1998; Soulsby, 1987). 
Para el caso de la hepatozoonosis canina americana, fue en 1970 que se apreció 
la diferencia en virulencia y mayor patogenicidad que esta variedad presentaba 
frente a los casos típicos conocidos y reportados por  H. canis, a través de 
cuidadosos estudios se logró caracterizar la enfermedad y a su patrón de 
transmisión vinculando a Amblyomma maculatum, como un excelente vector, 
pero es solo hasta 1997 que es reconocida su diferenciación frente al tradicional 
Hepatozoon del viejo mundo.  Se distribuye en Estados Unidos en el espacio 
centro-sur y sureste en la región costera del golfo de Texas (Ewing & Panciera, 
2003).  No obstante, en Sur América los reportes para gatos domésticos no 
existen, pero en Brasil un estudio en perros encontró la entidad causada por H. 
canis más asociado al ambiente rural y alcanzando una prevalencia del 39,2% 
mientras que los casos urbanos asociados a H. americanum solo alcanzan el 
5,9% (García de Sá et al., 2007), en Bangkok mediante PCR se registra el 32,3%. 
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(Jittapalapong et al., 2006) y en el mismo lugar mediante seroprevalencia solo 
alcanza un reporte del 18%.  El más reciente de los reportes indica que se 
identificó un Hepatozoon spp en tres gatos domésticos infectados naturalmente 
y que difiere tanto en tamaño a la observación microscópica, como en las pruebas 
moleculares, planteándose la posibilidad de que se trate de la especie que afecta 
al gato doméstico, en dicho estudio no se puede plantear la prevalencia (Rubini, 
2006). 
 
1.2.4. Transmisión 
 
Dentro de los vectores propuestos debido a las asociaciones establecidas frente a 
la presencia del vector y la presencia del parásito en sangre se involucran 
reiterativamente para el caso del Hepatozoon canis a la garrapata 
Rhipicephalus sanguineus, (Green, 2008; Baneth, 1998; Jittapalapong et al., 
2006) en el viejo mundo (García de Sá et al., 2007).  Experimentalmente también 
se encuentran reportados como vectores  Amblyomma cajennense  y 
Amblyomma maculatum en caninos (Ewing & Panciera, 2003; Mathew et al., 
1998) para el caso del Hepatozoon americanum  en Norteamérica (García de 
Sá, 2007). 
Un reporte basado en los resultados de histopatología y la correlación directa con 
los vectores encontrados en gatos domésticos y la entidad, involucran otros 
géneros de garrapatas como son: Haemophysalis campanulata, 
Haemophysalis longicornis, Haemophysalis flava, Ixodes ovata e Ixodes 
nipponensis (Murata et al., 1998).  En carnívoros silvestres en Texas se ha 
asociado la entidad a la presencia de Dermacentor variabilis y de Pulex spp 
(Mercer et al., 1988).  Para el caso de Colombia el vector Amblyomma 
cajennense se encuentra reportado (Osorno et al., 1940). 
Un estudio realizado por Watkins et al., (2006), demuestra la presencia de 
ooquistes del parásito en pulgas del género Magabothris abantis y propone 
otros invertebrados involucrados en la transmisión del Hepatozoon spp como 
pulgas, mosquitos, ácaros y piojos, aún sin comprobar y posiblemente más 
asociados en la transmisión en animales silvestres. 
En perros y otros carnívoros sucede por la ingesta de los artrópodos 
hematófagos, como las garrapatas, las cuales son el hospedero definitivo y 
contiene los ooquistes esporulados.  También se considera la posibilidad de 
infección por predación, ya que esta puede ocurrir porque la esquizogonia ocurre 
en varios órganos de hospederos o reservorios vertebrados intermedios, como 
aves y mamíferos silvestres y los merozoítos invaden los leucocitos y se 
convierten en gametocitos y por los hábitos de cacería se verifica la infección 
(Metzger, 2008). 
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1.2.5. Ciclo de vida 
 
Aunque no está claramente documentado se cree que afecta de manera similar a 
gatos y perros.  Los animales son infectados por la ingestión del huésped 
definitivo del hemoparásito: la garrapata Amblyomma maculatum o 
Rhipicephaus sanguineus, la cual contiene ooquistes esporulados del 
Hepatozoon que se han desarrollado dentro de ella y que debido a la acción de 
la bilis en el intestino distal del huésped, los esporoquistes sufren ruptura de su 
pared y se liberan los esporozoitos, estos a su vez penetran la mucosa del 
intestino y por vía linfática o del torrente sanguíneo se diseminan a varios órganos 
y tejidos,ver Figura 5. formando lo que se conoce como un “quiste con piel de 
cebolla - onion skin cysts” (Ewing & Panciera, 2003), ver Figura 6. 
       
Las lesiones tempranas reconocidas en la Hepatozoonosis experimental 
muestran como los macrófagos contienen a los trofozoitos y sufren el proceso de 
merogonia en donde los merontes formados liberan numerosos merozoitos los 
cuales desencadenan una intensa respuesta inflamatoria por parte del huésped, 
llegando hasta lo formación de granulomas los cuales ocasionan miositis severas.  
Estos parásitos alojados en los macrófagos del granuloma comienzan a sufrir el 
proceso de gametogonia y al tener acceso al torrente circulatorio pueden ser 
absorbidos por las garrapatas cuando estas se están alimentando.  Se plantea 
que algunos merozoitos no sufren la gametogonia, pero si pasan por varios ciclos 
merogónicos, lo que podría explicar la persistencia de la infección por largos 
periodos y la presencia de parásitos tanto en los granulomas como en los 
leucocitos en sangre periférica (Cummings et al., 2005, Ewing & Panciera, 2003). 
Ya en la garrapata los gametocitos que viajan en los leucocitos del huésped se 
liberan; pero diferenciar microscópicamente el gametocito femenino del masculino 
en el intestino de la garrapata no ha sido posible, en los siguientes seis días si 
aparecen los macro y microgametocitos bien diferenciados y nueve días después 
los zigotos son bien diferenciables en la pared intestinal de la garrapata.  Luego 
de 20 días deja de ser diploide y la esporogonia es completada para retomar así 
la forma infectiva (Metzger, 2007; Rubini et al., 2006; Cummings et al., 2005; 
Ewing & Panciera, 2003; Shkap et al., 1994), ver Figura 6. 
Otras diferencias a mencionar entre las dos formas de presentación de la entidad 
son el hecho de que Hepatozoon americanum se aloja en los monocitos del 
huésped mientras que para Hepatozoon canis se localiza en los neutrófilos; las 
lesiones musculares solo se dan en la variedad americana ya que Hepatozoon 
canis se alberga más bien en células linfáticas y en tejidos de diferentes órganos, 
causando además muy altas parasitemias lo cual también las diferencia 
(Johnson, 2008; Panciera et al., 2005; Ewing & Panciera, 2003; Cummings et al., 
2005). 
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1.2.6. Sintomatología 
La presentación de signos es muy variada para cualquiera de los casos del viejo o 
nuevo mundo y puede presentarse desde las infecciones asintomáticas hasta 
casos fatales que sobrevienen luego  de  periodos  febriles,  todo  dependiente  del   
 
Figura 5.  Hígado de rata naturalmente infectada que contiene un meronte.  Nótese 
la compresión de los hepatocitos adyacentes al meronte.   
(Tomado y modificado de: Breshears et al. 2009 http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/ 
19629526 - Abril 25 2011) 
 
 
Figura 6.  Ciclo de vida del Hepatozoon spp.  
(Tomado y adaptado de: http://www.vet.uga.edu/vpp/clerk/ludlow/ index.php  -               
Abril 25 2011) 
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estado inmunológico del huésped vertebrado (Rubini, 2006; Shkap et al., 1994).  
Los síntomas comunes son fiebre, letargo y emaciación, pero en el caso de la 
hepatozoonosis americana se presentan dolores musculares causados por 
necrosis de la musculatura estriada o fibrosis de la misma (Nobel et al., 1994), 
acompañada de hallazgos de proliferación periostal en huesos largos y en ambos 
casos se acompaña de una marcada leucocitosis (Metzger et al., 2008; Green, 
2008; Panciera et al., 2001; Urquhart et al., 1996), Miositis cardiaca (Panciera & 
Mathew, 2001; Nobel et al., 1994). 
En un felino parasitémico en Israel, se observó debilidad, hipersalivación, 
ulceración de la mucosa lingual y linfadenomegalia (Baneth et al., 1998; Baneth et 
al., 1995).  Se reporta espleno y hepatomegalia confirmadas en la necropsia 
(Green, 2008). 
Para el caso de los felinos domésticos el cuadro clínico incluye cualquiera de las 
variantes descritas y dependen de la especie del parásito causante y del estatus 
general del paciente (Nobel et al., 1994). 
Como en otras parasitemias se dan coinfecciones con virus de Inmunodeficiencia 
Viral Felina o con Leucemia Viral Felina o con Mycoplasma haemofelis han sido 
reportadas en hepatozoonosis en gatos (Green, 2008). 
 
1.2.7. Diagnóstico 
 
Los hallazgos de laboratorio para el caso de variedad americana muestran una 
leucocitosis con neutrofilia consistente, la fosfatasa alcalina se incrementa, 
mientras que los niveles proteicos en especial de la albúmina descienden.  En 
ambos casos los hallazgos radiográficos evidencian reacción periostal (Ewing & 
Panciera, 2003).  En el caso de Hepatozoon canis se observa incremento de la 
creatinfosfoquinasa y de la aspartato transaminasa (Green, 2008). 
El diagnóstico definitivo de infección por Hepatozoon spp. se establece al igual 
que en las otras infecciones por protozoos transmitidos por vectores, al encontrar 
al microorganismo intraleucocitario en frotis sanguíneos periféricos o de médula 
ósea, utilizando tinciones de Romanovsky (Metzger, 2008). 
Los gametocitos, que se hallan tanto en neutrófilos (Hepatozoon canis) como en 
monocitos (Hepatozoon americanum), se tiñen de color azul hielo con los 
colorantes de Giemsa o de Leishman (Green, 2008).  También se utilizan 
diagnósticos integrales que involucran tres procedimientos para su lectura al 
microscopio: extendidos de sangre, impresiones de tejido y biopsias de músculo  
(Shkap et al., 1994).  La búsqueda de Hepatozoon americanum en extendidos 
de sangre es poco efectiva debido a la baja parasitemia del mismo y se habla de 
encontrar escasamente el 0,1%de las células sanguíneas afectadas.  Caso 
9 
Capítulo 1 14
 
contrario ocurre en el caso del Hepatozoon canis (el más probable de encontrar 
en este estudio debido al vector involucrado), este si alcanza parasitemias hasta 
del 70% y la lectura de frotis sanguíneos lo confirma (Cummings et al., 2005). 
A la observación del músculo estriado al microscopio, pueden hallarse quistes 
con patrón de piel de cebolla, observándose el leucocito con el trofozoito (5-
10μm) en el interior.  En extendidos sanguíneos se aprecian macrófagos 
parasitados que pueden medir hasta 40 μm o en el caso de contener gametocitos 
solo alcanzan a medir 10 μm, esquizontes en los músculos esqueléticos, cardiaco 
y liso intestinal, ganglios linfáticos, bazo, hígado, riñón y piel (Green, 2008; 
Metzger, 2008; Cummings et al., 2005). 
Anticuerpos pueden ser estimulados por la infección, pero una prueba serológica 
no ha podido ser desarrollada por la poca viabilidad de un antígeno satisfactorio y 
es posible que se presenten altos títulos, pero sin evidencia en los frotis (Shkap et 
al., 1994).  En estudios experimentales es muy frecuente encontrar el uso de 
Inmunohistoquímica con buenos resultados para tal fin, pero no son pruebas 
utilizadas en el diario transcurrir de la consulta (Panciera et al., 2001). 
En Estados Unidos se da mayor valor a las pruebas serológicas del tipo IFA 
Inminofluorescencia directa o IFI Influorescencia indirecta, debido a que los 
gametocitos en sangre son poco frecuentes (Green, 2000). 
El manejo diagnóstico correcto se apoya en la lectura de frotis sanguíneos 
coloreados con Giemsa, con posteriores confrontaciones de resultados con 
técnicas moleculares como la Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) o 
comprobación de aquellas lecturas positivas al microscopio.  Las demás técnicas 
que se apliquen fueron de ayuda diagnóstica o confirmación de las dos primeras y 
más frecuentes a utilizar (Metzger, 2008; Cummings et al., 2005; Baneth et al., 
2000; Oyamada et al., 2000; Shkap et al., 1994; Ohbayashi, 1971).  Se reporta 
una alta correlación entre los hallazgos al microscopio en extendidos sanguíneos 
y su confirmación mediante el uso de la PCR (García de Sá, 2007). 
 
1.2.8. Tratamiento 
 
El manejo general del paciente felino infectado depende de la sintomatología y el 
grado de cronicidad o agudeza del proceso.  Se han planteado diversos 
tratamientos pero la efectividad ha sido muy discutida (Ewing & Panciera, 2003). 
Se plantean las oxitetraciclinas a 50 mg/kg dos veces por día por 7 días; 
Primaquina 2 mg dosis total por dos días seguidos antes de iniciar la 
oxitetraciclina (Green, 2008). 
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Se proponen adicionalmente el uso único o asociado de medicamentos como el 
Cloranfenicol, Sulfadimetoxina, Diaceturato de Diminacene y Dipropionato de 
Imidocarb, con dificultades en la medicación por dosis no establecidas y 
diferentes grados de toxicidad ya identificadas en los felinos (Dwight, 2002). 
 
1.3. Cytauxzoonosis 
 
1.3.1. Etiología 
 
Cytauxzoon es clasificado como del orden Piroplasmida y de la familia 
Theileriidae, al igual que las anteriores enfermedades es transmitido por un 
artrópodo a gatos domésticos, se ha comprobado experimentalmente que el 
vector implicado en la transmisión de Lince a gatos domésticos es una garrapata 
(Andrews, 1998). 
Los tamaños del parásito varían dependiendo del punto de la fase donde se 
encuentre, es así como en la fase eritrocítica son redondeados o de formas 
anulares y con un diámetro de 1 a 1.5 μm o las formas bipolares de 1 por 2 μm 
(Andrews, 1999; Lobetti, 2004), ver Figura 7. 
 
1.3.2. Epidemiología 
1.3.2.1. Especies afectadas 
Es un parásito que predomina en los felinos silvestres como el lince rojo, los 
cuales pueden transmitirlo a los gatos domésticos en quienes se produce una 
enfermedad usualmente fatal (Grupo asesor de aspectos sanitarios del lince, 
2003). 
 
1.3.3. Prevalencia 
 
La enfermedad se reportó por primer vez en 1973 en Norteamérica y para hoy se 
considera endémica en las regiones sur-central y suroriental de Norteamérica lo 
mismo que para el continente africano (Lobetti, 2004; Shaw et al., 2001; Andrews, 
1999).  También se ha hecho aislamiento e identificación de Cytauxzoon felis en 
la Península Ibérica, pero asociado al lince lo cual sabiendo que este es 
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considerado como reservorio, hace pensar en la posibilidad de transmisión de 
este a gatos domésticos, también en Europa (Luaces et al., 2005). 
 
1.3.4. Transmisión 
 
El vector comprobado en esta transmisión es la garrapata Dermacentor 
variabilis (Lobetti, 2002; Rotstein et al., 1999) para el caso norteamericano y es 
posiblemente la misma en África.  Siempre se ha considerado como reservorio 
natural al lince en el área oriental Lynx rufus rufus y para el caso de La Florida 
Lynx rufus floridanus y se comprobó que otro reservorio natural es la Pantera 
de Florida o Puma concolor coroy (Luaces et al., 2005; Lobetti, 2002; Rotstein 
et al., 1999).  Al parecer los gatos adquieren la infección al adentrarse en zonas 
boscosas o rurales posiblemente como huésped accidental y final del parásito y la 
mayor incidencia se registra en los meses de verano y en gatos que deambulan 
(Lobetti, 2002). 
Los dos variedades de Lince se han identificado como reservorios debido a la 
prevalencia de las formas eritrocíticas, a la distribución geográfica de la infección 
natural en gatos y a la transmisión del lince a gatos domésticos (Butt et al., 1991).  
Es de anotar aquí que se evidencia como en los reservorios se presenta la 
infección subclínica, pero puede llevarlos a la muerte (Luaces et al., 2005). 
 
1.3.5. Ciclo de vida 
 
Al igual que otros miembros de esta familia este protozoo tiene un ciclo 
reproductivo que involucra dos fases: una tisular (macrófagos) y otra eritrocítica, 
lo cual al mismo tiempo lo diferencia de las babesias las cuales solo tienen el 
ciclo eritrocítico, causando hemolisis intra y extra-vascular (Lobetti, 2002).  La 
primera fase en los gatos consiste en el desarrollo de esquizontes grandes dentro 
de macrófagos o de monocitos los cuales tienden a ubicarse marginalmente en el 
endotelio de los vasos sanguíneos de diferentes órganos y finalmente terminan 
ocluyendo totalmente el lecho vascular (Suliman, 2009).  Los esquizontes se 
desarrollan a macroesquizontes hasta llegar a ser merozoitos, entonces las 
células huésped se rompen liberando los merozoitos, los cuales infectan otras 
células de la línea blanca y también a eritrocitos, en estos se dividen activamente 
y salen de la célula a parasitar otros glóbulos rojos, siendo esto último lo que 
corresponde a la segunda fase.  Para el gato doméstico se trata de una entidad 
fatal debido básicamente a la hemólisis, anemia y obstrucción mecánica de los 
vasos sanguíneos, se describe como de curso rápido agudo (5-7 días) (Nelson & 
Couto, 2003). 
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1.3.6. Sintomatología 
 
La sintomatología consta básicamente de letargia, anorexia, depresión, ictericia, 
palidez, fiebre alta, deshidratación, shock y ocasionalmente convulsiones (Nelson 
& Couto, 2003; Lobetti, 2002; Shaw et al., 2001; Shaw & Birtles, 2000; Andrews, 
1999). 
 
1.3.7. Diagnóstico 
 
El diagnóstico del Cytauxzoon felis se hace por visualización de los 
microorganismos en eritrocitos infectados en frotis sanguíneo y/o mediante 
identificación en macrófagos de esquizontes o merozoitos en aspirado de médula 
ósea, nódulos linfáticos o esplénico o tejidos mediante estudios histológicos 
(Lobetti, 2002, Andrews, 1998).  Los hallazgos hematológicos son marcados y 
muestran anemia normocítica normocrómica, de moderada a severa, 
trombocitopenia, y el conteo de leucocitos es variable y puede ir desde normal o 
subnormal o ser muy elevado y con desviación a la izquierda.  En la química 
sanguínea se elevan la ALT, las bilirrubinas, el BUN y la glucosa (Luaces et al., 
2005; Lobetti, 2002; Rotstein et al., 1999; Andrews, 1998; Butt et al., 1991). 
 
La problemática que se genera ante la diferenciación entre C. felis y Babesia 
felis o incluso Mycoplasma haemofelis debe ser sometido a pruebas 
moleculares como la PCR (Lobetti, 2002). 
En la labor clínica cotidiana la integración entre el examen clínico, la 
sintomatología que incluye ictericia, anemia y fiebre alta, los hallazgos 
paraclínicos, los factores de riesgo que incluyen el clima cálido, el acceso a 
bosques (lo que es mejor conocido como el manejo gato dentro – gato fuera) y la 
exposición a garrapatas permiten manejar el diagnóstico como un problema 
orientado el cual permite en cualquiera de estas entidades llegar a un diagnóstico 
y manejo integral (Gree, 2008; Andrews, 1998). 
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Figura 7.  Glóbulos rojos felinos infectados por Cytauxzoon felis.  
(Tomado de: http://www.marvistavet.com/html/body_cytauxzoonosis_in_the_ 
cat.html Abril 26 2011) 
 
Figura 8.  Trypanosoma cruzi en estado de trypomastigote.  
(Tomado de: http://www.stanford.edu/class/humbio103/ParaSites2004/Trypanoso 
miasis/  morphology.htm. - Abril 26 2011) 
 
1.3.8. Tratamiento 
 
En la mayoría de los casos cualquiera que sea el tratamiento es insuficiente, pero 
básicamente consiste en cuidado intensivo de soporte, drogas antiparasitarias 
entre las que se incluyen el diaceturato de diminacene, vía intramuscular, en la 
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dosis de 2 mg/kg, con repetición en dos y/o cuatro semanas y dipropionato de 
imidocarb administrado subcutáneo, con dosis de 5 mg/Kg y repetición en dos 
semanas, las cuales tienen un relativo efecto (Lobetti, 2002).  La administración 
de heparina para evitar la coagulopatia intravascular diseminada (CID) es 
recomendada, así como, complementar el tratamiento con antibióticos de amplio 
espectro como enrofloxacina o cefalosporinas (Shaw, 2001). 
1.4.  Trypanosomiasis  
 
La tripanosomiasis americana o enfermedad de Chagas es producida por un 
protozoario hemoflagelado conocido como Trypanosoma cruzi. La infección por 
Tripanosomas se ha asociado en gatos a Trypanosoma cruzi para 
Latinoamérica y  Trypanosoma evansi en Asia.  Sin embargo, estudios 
taxonómicos y epidemiológicos conducidos en el siglo XX determinaron que 
Trypanosoma evansi es un hemoparásito con amplia distribución mundial, ha 
sido señalado en países del norte de África, del Medio Oriente, Asia, países 
europeos mediterráneos, en Centro y Sur América (Luckins, 1988).  Los reportes 
de enfermedad en el gato doméstico e incluso en los felinos silvestres son muy 
escasos, razón por la cual los gatos domésticos se han considerado junto con los 
perros como reservorios del parásito más que huéspedes que sufran la 
enfermedad (Tarello, 2005; OIE, 2004), ver Figura 8. 
  
Según Gürtler et al., 2006, tanto perros cómo gatos son fuentes 
epiemiológicamente importantes de infección, comportándose cómo reservorios 
de Trypanosoma cruzi, siendo los perros cerca de 3 veces más importantes en 
dicho papel que los gatos. 
 
1.4.1. Etiología 
 
Los tripanosomas son protozoarios flagelados extracelulares que infectan a un 
gran número de mamíferos, especialmente en las áreas tropicales de África y 
Suramérica.  El parásito Trypanosoma cruzi es un organismo digenético con un 
ciclo biológico complejo con alternancia entre un hospedero vertebrado y un 
insecto vector. Posee estadios estructural y funcionalmente diferentes, con 
determinantes antigénicos específicos: los amastigotes, epimastigotes y 
tripomastigotes metacíclicos y sanguíneos (Palau, 2000). 
El tripomastigote (Figura 8) o forma sanguínea es de 15 a 20 µm de longitud, con 
un cuerpo en forma de huso aplanado y un núcleo vesicular colocado 
centralmente, el flagelo libre surge de un cuerpo basal cerca del cinetoplasto 
subterminal que se halla posterior al núcleo y pasa a lo largo del cuerpo para 
proyectarse hacia la parte anterior (Tarello, 2005; Nelson & Couto 2003). 
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La forma intracelular o amastigoto (ver Figura 9) mide alrededor de 1,5 a 4,0 µm 
de diámetro, es ovoide y contiene un núcleo grande, redondo y un cinetoplasto 
similar a un bastoncillo.  El flagelo es pequeño y no siempre obvio en la 
microscopía de luz (Tarello, 2005; Nelson & Couto, 2003). 
 
                       
Figura 9. Trypanosoma cruzi en estado de amastigote.  
(Tomado de: http://www.pasteur.fr/recherche/unites/tcruzi/minoprio/tropical/chagas/ 
chapter3.html - Abril 26 2011) 
 
  
 
Figura 10. Trypanosoma cruzi en estado de epimastigote. 
(Tomado de: http://www.ucm.es/info/parásito/Epimastigotes.jpg - Abril 26 2011) 
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Los epimastigotos, la tercera forma, se encuentran en el vector de la subfamilia 
Triatomae, que se conoce como chinche, esta forma flagelada en huso tiene un 
cinetoplasto situado adelante del núcleo (Tarello, 2005; Nelson & Couto, 2003), 
ver Figura 10. 
 
1.4.2. Epidemiología 
 
Trypanosoma cruzi, infecta al hombre y a una variedad amplia de especies de 
animales domésticos y silvestres en América.  En Colombia tenemos zonas 
endémicas para esta enfermedad y se estima que cerca de 1.300.000 personas 
están infectadas y 4 millones en alto riesgo de infectarse (Palau, 2000). 
Es un problema mayor en América Central y del Sur y cobra importancia en 
Méjico, Estados Unidos reporta pocos casos, pero se ve día a día afectado por 
las migraciones de personas y animales (Nelson & Couto, 2003).  Con respecto a 
los gatos, los datos epidemiológicos en Suramérica son escasos, aunque se 
encuentran estudios como el realizado por Gürtler et al., 1993 en Argentina en el 
cual se observó qué los perros y gatos infectados incrementan el riesgo de 
transmisión a los seres humanos a través de insectos locales cómo Triatoma 
infestans. 
1.4.2.1. Especies afectadas 
 
Al igual que en otras entidades la transmisión depende de la interrelación entre 
reservorios, vectores, parásitos, y huéspedes sean estos animales o personas, en 
el mismo hábitat.  Los vectores presentan dos tipos de comportamiento el 
doméstico y el silvestre (también intermedia). 
 
1.4.3. Prevalencia 
 
Algunas publicaciones indican que los gatos son susceptibles, pero se dispone de 
poca información acerca de la enfermedad clínica en ellos, los reportes que 
arrojan datos de prevalencia indican valores similares como es el caso de 
Paragüay 37,5% (Fujita et al., 1994) y Argentina 39,3% (Gurtler et al., 1998, 
1993). 
El gato doméstico es más considerado desde el punto de vista de reservorio que 
como un hospedador con manifestaciones clínicas. 
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1.4.4. Transmisión 
 
Al igual que en otras entidades la transmisión usual depende de la interrelación 
entre reservorios, vectores, parásitos y huéspedes; sean estos animales o 
personas que comparten el mismo hábitat.  Los vectores presentan dos tipos de 
comportamiento el doméstico y el silvestre aunque hoy también se habla de un 
comportamiento intermedio.  Los principales vectores para Sur América se 
encuentran en tres especies de triatominos los cuales son comúnmente 
conocidos como chinches de las especies: Triatoma infestans, Triatoma 
dimidiata y Rhodnius prolixus considerados como vectores eficaces porque se 
alimentan de sangre tanto de humanos como de mamíferos reservorios que van 
desde los  domésticos como perro, gato y cobayo (Rey, 2000).  Estos vectores se 
reproducen prolíficamente en tanto que cohabitan cerca de personas, animales 
domésticos y silvestres defecando sobre sus huéspedes poco después de 
alimentarse (Bar et al., 2003; Schofield, 1994). 
 
Para el caso de Trypanosoma evansi se involucra en la transmisión mecánica a 
moscas de los géneros Tabanus, Haematobia, Stomoxys (presentes en 
Colombia)  y Atylotus (Tarello, 2005).  Y se registra que afecta a animales tanto 
domésticos como el caballo, camello, ganado, búfalos y perros con una entidad 
denominada popularmente como Surra.  Entre los silvestres se incluyen el 
elefante, el capibara, el jaguar y el tigre (Tarello, 2005). 
 
1.4.5. Ciclo de vida 
 
La infección se produce cuando los tripomastigotos, que se encuentran en las 
heces de los vectores, estas entran en contacto con la piel y la penetran si hay 
lesiones de continuidad o están cerca de los puntos de picadura. La ingestión de 
insectos infectados ocasiona la infección en zarigüeyas y puede ser una vía de 
infección en perros y gatos; otras vías menos comunes incluyen transfusiones 
sanguíneas y la ingestión de carne o leche de animales en lactancia infectados. 
Los tripomastigotes suelen penetrar en macrófagos y miocitos, sea en forma local 
o sistémica, después de la diseminación hematógena. Una vez dentro de la célula 
se transforman en amastigote que se multiplican por fisión binaria, estos se 
convierten en tripomastigotes antes de que la célula se rompa y se liberan (CDC, 
2006), ver Figura 11. 
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Figura 11.  Ciclo de Vida de Trypanosoma cruzi.  
(Modificado de CDC, 2008 http://es.wikipedia.org/wiki/Archivo:Trypanosoma_cruzi_ 
LifeCycle.gif Abril 26 2011) 
 
Los ciclos rápidos de multiplicación intracelular aseguran un incremento rápido de 
la parasitemia antes de que se presente una inmunidad eficaz.  El vector se 
infecta al ingerir tripomastigotes circulantes que se convierten en epimastigotes y 
se multiplican por fisión binaria, la transformación del epimastigoto de nuevo en 
tripomastigote ocurre en el intestino caudal del vector antes ser eliminados en las 
heces (Soulsby, 1987). 
 
1.4.6. Sintomatología  
 
Como ya se mencionó existe  escasa información acerca de la enfermedad clínica 
en gatos domésticos y generalmente se asocia a este como un reservorio 
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asintomático (Green, 2008), pero como lo menciona Tarello (2005), cuando se 
presenta enfermedad clínica las fases iniciales de la entidad incluyen una 
sintomatología general muy variada con anorexia, fiebre, anemia, pérdida de 
peso, edema, linfadenomegalia y en ocasiones muerte súbita.  En otros casos 
individuos se acompaña de diarrea, vómito, lagrimeo, mucosas pálidas, ictericia, 
incapacidad para estar en pie y cansancio extremo (Green, 2008; Nelson & 
Couto, 2003). 
1.4.7. Diagnóstico 
 
Depende en gran manera de las herramientas disponibles (FAO, 1996), pero es 
factible  en primer orden identificar los tripomastigotes en la sangre justo antes de 
la enfermedad aguda y durante la misma, en la mayor parte de los casos de 
tripanosomiasis aguda se identifican microorganismos, salvo en los estados 
crónicos.  Es frecuente que las parasitemias sean bajas y pasar inadvertidas 
durante el examen de rutina del frotis teñido con Wright (Nelson & Couto, 2003). 
Los aspirados de ganglios linfáticos o los frotis de impresión suelen ser viables 
incluso cuando  las parasitemias son muy bajas.  Las pruebas serológicas 
empleadas son hemaglutinación indirecta (IHA, siglas del inglés indirect 
hemagglutination test), Inmunofluoresencia indirecta (IFAT, siglas del inglés 
indirect inmmunofluorescent antibody test), y ensayo de inmunoabsorbancia 
ligado a enzima (ELISA, siglas del inglés enzyme-linked inmunoabsorvent assay) 
directa y fijación de complemento, confirmando la presencia de Trypanosoma 
cruzi, aunque la desventaja en Suramérica es la reacción cruzada con 
Leishmania y Trypanosoma rangeli (Sastor et al., 2007; Gurtler et al., 1998).  
La prueba de PCR es más sensible para detectar parasitemias que las pruebas 
citológicas (Schafer Da Silva et al., 2010; Schafer Da Silva et al., 2009; Schafer 
Da Silva et al., 2009). 
Para el caso de los caninos la radiografía de tórax tiene importancia en el 
diagnóstico de derrame pleural, edema pulmonar y la dilatación de las cámaras 
por la miocarditis (Nelson & Couto, 2003). 
1.4.8. Tratamiento 
 
Tarello (2005), reporta el excelente resultado obtenido en los tres pacientes 
felinos tratados con melarsomine (Cymelarsan®), a una dosis de 0,25 mg/kg por 
cuatro días consecutivos o hasta cuando haya remisión de los síntomas, ya que 
otras medicaciones como Nifurtimox o Benzinidazole, son tóxicas en gatos. 
Como medida preventiva se sugieren el uso de collares antipulgas en gatos y 
perros en las zonas endémicas para reducir el impacto que tiene el vector 
Triatoma infestans frente al uso de collares con Deltamethirn®, además del 
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control vectorial a manera de fumigaciones locales en áreas endémicas 
(Reithinger, 2011). 
 
1.5. Leishmaniosis 
 
Es una enfermedad notificada por la Organización Internacional de Epizootias, 
que afecta diferentes especies de mamíferos, incluyendo los humanos (OIE, 
2004), de frecuencia muy baja en los felinos y por esto mismo, poco investigada. 
(Grevot et al., 2005), reportada por primera vez por Sergent et al., en 1912, 
cuando encontró amastigotes en la médula ósea de gatitos domésticos de 4 
meses de edad (Gramiccia et al., 2005). 
 
1.5.1. Etiología 
 
La leishmaniosis es causada por un parásito protozoario del género Leishmania 
y es transmitida por dipteros de los géneros Phlebotomus  (conocidos como 
moscas de la arena) y Lutzomyia  (mosquitos flebotomos o hematófagos).  En el 
Nuevo Mundo (el Continente Americano) la entidad está causada por el complejo 
L. braziliensis (forma mucocutánea y cutánea), el complejo de L. mexicana 
(forma cutánea), L. peruviana (forma cutánea), L. infantum (forma visceral y 
cutánea).  En el Viejo Mundo (Europa, Asia y Africa), la leishmaniosis está 
causada por L. donovani (forma visceral), L. infantum (forma visceral y 
cutánea), L. tropica (forma cutánea), L. major (forma cutánea), L. aethiopica 
(forma cutánea). (CDC, 2010; OIE 2008). 
En el caso de los caninos la más reportada es la L. infantum  y L. chagasi 
(forma visceral y cutánea), también hay reportes de L. tropica (forma cutánea), L. 
major (forma cutánea), L. braziliensis (forma mucocutánea y cutánea),(OIE, 
2005). 
1.5.2. Epidemiología 
 
Se reporta que más de 92 países se encuentran afectados por la entidad y estos 
se encuentran ubicados en las zonas tropicales y subtropicales, incluyendo 
regiones desde los bosques húmedos de Suramérica hasta los desiertos en Asia. 
Se habla que el 90% de la forma visceral se presenta en India, Bangladesh, 
Nepal, Sudán, Brasil, Cuenca del Mediterráneo, en todos estos lugares las 
moscas de los dos géneros siguen siendo las implicadas en el proceso de 
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transmisión.  Si bien es cierto que a los felinos se les ha considerado desde 
siempre como reservorios, junto con los caninos, se ha visto en los últimos 10 
años un aumento gradual en el reporte de casos de gatos domésticos que 
padecen de la entidad (50), incluyendo países como Italia, España, Francia y 
Brasil.  En estos reportes se habla de los casos desde asintomáticos hasta 
clínicos (Sarkari et al., 2009; Marty et al., 2007; Dantas-Torres et al., 2006; Shaw 
et al., 2001), pero no se establece claramente la epidemiología de la entidad en 
los felinos, a pesar de que pruebas de xenodiagnóstico, comprueban que estos 
también son picados por las moscas. 
Es de anotar que el aumento de los casos identificados, van de la mano de la 
evolución de las técnicas diagnósticas y que hay que tener en cuenta algunos 
factores de riesgo como los reportados en España por Martín-Sánchez et al., 
2009, como son el cambio climático global por el cual se han aumentado los 
vectores en las zonas de por sí endémicas, edad adulta, talla grande y mascotas 
que duermen fuera de la casa. 
1.5.2.1. Especies afectadas 
 
Los humanos y animales domésticos son huéspedes accidentales para muchas 
especies de Leishmania las cuales son mantenidas en ciclos entre los animales 
silvestres y los vectores.  De los animales domésticos más afectados se 
encuentran los caninos, pero también afecta a felinos, caballos, ovejas y un 
sinnúmero de animales silvestres (OIE, 2009). 
 
Los gatos siguen siendo considerados como reservorios al igual que una buena 
parte de la población canina de las zonas endémicas, pero se han evidenciado 
casos clínicos en gatos así como portador es asintomáticos parásitológicamente 
positivos en zonas endémicas de leishmaniasis visceral como Irán o Brasil 
(Hatam et al., 2010; Sarkari et al., 2009; Dantas-Torres et al., 2006). 
 
1.5.3. Prevalencia 
 
Los datos de prevalencia han ido variando con la evolución de las pruebas 
diagnósticas y al acceso que se tiene a estas.  De otro lado hallazgos incidentales 
al muestrear gatos aparentemente sanos en regiones endémicas ha permitido 
que se lleven a cabo estudios que permiten establecer las prevalencias las cuales 
varian dependiendo de las regiones pero utlizando como prueba diagnóstica IFA 
así: 10% en gatos en Irán (Sarkari et al., 2009), 0,9% en Italia (Poli et al., 2002), 
0,6% en Portugal (Duarte et al., 2010). 
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1.5.4. Transmisión 
 
Los vectores transmisores de esta enfermedad son dipteros de los géneros 
Phlebotomus y Lutzomyia y el papel que ejercen los gatos en la epidemiología 
de la entidad aún no es clara y se siguen considerando reservorios secundarios 
después de los caninos.  Una revisión reciente de Roura y Ferrer, 2010, 
veterinarios adscritos a la Universidad Autónoma de Barcelona, concluyen que la 
entidad en los felinos domésticos se ha restringido por el momento a las fases 
cutáneas y mucocutáneas pero que igualmente los reportes de prevalencia 
terminan por evidenciar que la entidad no es rara en zonas endémicas y debe 
incluirse dentro de los diagnósticos diferenciales en gatos que presenten signos 
compatibles. 
 
1.5.5. Ciclo de vida 
 
Se transmite por picadura de las hembras de Phlebotomus o Lutzomyia, las 
cuales inoculan el estado infectivo tipo promastigote, los cuales son fagocitados 
por los macrófagos y dentro de estos pasan a ser amastigotes los cuales ejercen 
su efecto infectivo dentro de los tejidos, en donde se multiplican por fisión binaria, 
infectando así más células y generando las manifestaciones cutáneas o 
viscerales de la enfermedad.  Los vectores al picar al humano o al reservorio 
ingieren estos amastigotes y dentro de su intestino se transforman nuevamente a 
promastigotes infectantes (CDC, 2010). 
 
1.5.6. Sintomatología  
 
Es una entidad asintomática en los gatos y se relaciona con la presencia de 
enfermedades inmunosupresivas en todas las especies, como las causadas por 
los virus de Leucemia Viral Felina o la Inmunodeficiencia Viral Felina (Dantas- 
Torres et al., 2006).  Se describen dos formas de presentación de la enfermedad: 
cutánea y visceral, sin embargo, la sintomatología de la enfermedad en gatos es 
muy similar a la de los perros, hallando lesiones cutáneas, áreas difusas 
alopécicas,  dermatitis  granulomatosa en la cabeza, ampliándose algunas veces  
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Figura 12.  Ciclo de vida de  Leishmania spp. 
(Tomado de: http://www.dpd.cdc.gov/dpdx/HTML/Leishmaniasis.asp?body= 
Frames/GL/ Leishmaniasis/body_Leishmaniasis_page1.htm - Abril 28 de 2011) 
 
a las orejas, ulceración y nodulación (Shaw et al., 2001; Simoes et al., 2004; 
Grevot et al., 2005; Gramiccina et al., 2005). 
Sistémicamente se encuentra ictericia, vómito, hepatomegalia, esplecnomegalia, 
linfadenomegalia, glomerulonefritis, gastroenteritis granulomatosa (Grevot et al., 
2005). 
 
1.5.7. Diagnóstico 
 
Cuando en el hombre y en los animales afectados se presentan los síntomas 
clínicos y las lesiones características, la demostración del parásito en frotis 
teñidos de aspirados esplénicos, de médula ósea y de nódulos linfáticos, o en 
raspados cutáneos, en biopsias tisulares, hallazgo de amastigotes en frotis de 
sangre periférica, constituye un diagnóstico positivo. Si la infección es de un 
grado bajo, la detección del parásito es solo posible mediante intentos de 
aislamiento in vitro o in vivo o por la reacción en cadena de la polimerasa (PCR).  
Como existen pocas diferencias entre las distintas especies, cualquier 
Leishmania aislada debe identificarse por métodos moleculares, bioquímicos e 
inmunológicos. Varios centros en el mundo utilizan en la actualidad la 
caracterización de isoenzimas, ADN y antígenos para identificar el agente (CDC, 
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2010; Sarkari et al., 2009, OIE, 2004). Entre las pruebas diagnósticas utilizadas 
se encuentra Inmunofluorescencia Indirecta (IFAT), Enzimoinmunoensayo 
(ELISA), Aglutinación directa, Western-blot (Grevot et al., 2005; Simoes et al., 
2004; OIE, 2004). 
 
1.5.8. Tratamiento 
 
Se encuentran solo reportes en tratamiento en humanos y caninos.  Las 
medicaciones actualmente empleadas en la terapia de leishmaniosis canina 
siguen siendo las propuestas desde hace ya tiempo atrás y según los doctores 
Roura y Ferrer, adscritos a la Facultad de Veterinaria de la Universidad Autónoma 
de Barcelona, el Allopurinol es el tratamiento de elección pero se debe aplicar 
hasta la remisión de los síntomas (Baneth et al., 2002). 
Los tratamientos contra leishmaniasis canina no son a menudo efectivos en 
eliminar el parásito y por lo tanto no evitan la recaída de la enfermedad, aún mas 
en zonas endémicas donde los vectores juegan un papel fundamental en la 
reinfección o en la transmisión a otros animales y más importante al hombre.  
Los tratamientos contra leishmaniasis canina no son a menudo efectivos en 
eliminar el parásito y por lo tanto no evitan la recaída de la enfermedad, aún mas 
en zonas endémicas donde los vectores juegan un papel fundamental en la 
reinfección o en la transmisión a otros animales y más importante al hombre. No 
hay una vacuna efectiva disponible para la inmunización profiláctica contra la 
leishmaniasis (Baneth et al., 2002). 
Tabla  1.  Tratamientos médicos para la Leishmaniasis (Tomado de Baneth et al., 
2002) 
 
NOMBRE GENÉRICO NOMBRE COMERCIAL DOSIS 
Antimionato de Meglumina Glucantime® 100 mg/-kg SID SC por 3-4 semanas 
Allopurinol Zoloric® 20 mg/Kg SID PO continuamente 
    15 mg/Kg BID PO en combinación con 
Amoniato de meglumina SID SC 100 
mg/Kg 
Anfotericina B Fungizone® 0.5 a 0.8 mg/Kg IV o SC 2 a 3 veces por 
semana hasta alcanzar la dosis de 15 
mg/Kg  
    1 a 2.5 mg/Kg IV mezclado una emilsion 
lipidica 2 veces por semana hasta 
acumular una dosis de 10 mg/Kg 
Anfotericina B 
liposomalizada 
AmBisome® 3 mg/Kg SID IV hasta alcanzar una dosis  
de 15 mg/Kg 
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1.6 Dirofilariasis 
 
La Dirofilariasis pulmonar o enfermedad del gusano del corazón causada por 
Dirofilaria immitis, es una enfermedad de distribución mundial transmitida por 
vectores que afecta principalmente perros, gatos y ocasionalmente humanos 
(American Heartworm Society, 2007). 
1.6.1 Etiología 
 
Dirofilaria immitis es nemátodo es la  principal especie implicada en la 
patología, se trata de gusanos largos y delgados, de color blanco, de ambos 
sexos y en estado adulto los machos alcanzan de 12 a 16 cm y las hembras de 
25 a 30 cm, las hembras son ovovivíparas y las microfilarias pueden encontrarse 
en sangre en cualquier momento, aunque existe tendencia a la periodicidad.  El 
rango de tamaño se encuentra entre 307 y 322 m lo cual permite su 
diferenciación con otras microfilarias (Litster et al., 2008; Muñoz, 2003). 
También se considera en la literatura a Dirofilaria repens, la cual generalmente 
se encuentra en las mismas regiónes que Dirofilaria immitis, pero presentando 
un cuadro clínico poco frecuente y muy diferente (Baneth, 2006).  
 
1.6.2 Epidemiología 
 
La dirofilariasis es una entidad mundialmente reportada, con mayor frecuencia en 
paises tropicales o subtropicales posiblemente a que las condiciones climáticas 
son más favorables para la reproducción abundante de los vectores implicados 
(Muñoz, 2003).  El primer caso humano se reportó en 1887 y el primer caso felino 
se reportó en 1921 y ambos en Brasil, los casos felinos son raramente reportados 
en la literatura suramericana e incluye solo a Venezuela adicionalmente.  El 
primer caso felino en Estados Unidos se reportó en 1922 (Labarthe & Guerrero, 
2005). 
En términos generales se conocen reportes en gatos domésticos que incluyen el 
Mediterráneo, Sudeste de Europa, África y Sudeste de Asia y para el caso de la 
Dirofilaria repens, lo que la hace más importante en este momento es el 
aumento en los casos de zoonosis encontrados en España e Italia (Baneth, 2006; 
Tarello, 1999). 
De acuerdo a los estudios clínicos y serológicos, y a los resultados de los 
estudios retrospectivos no existe relación clara entre la edad, la raza, ni el sexo 
con la infección por Dirofilaria immitis en los gatos domésticos, aunque en 
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algunos estudios se ha reportado mayor tasa de infección en los machos, 
probablemente debido a los hábitos de divagación (Bowman & Atkins, 2009).  
1.6.2.1 Especies afectadas 
 
El principal hospedador definitivo y reservorio de la dirofilariasis es el perro 
doméstico, pero también se incluyen caninos salvajes como coyotes, lobos y 
zorros, otros posibles hospedadores definitivos alternativos son el gato 
doméstico, hurones y leones marinos (Litster & Atwell, 2008; Labarthe & 
Guerrero, 2005; Muñoz, 2003). 
Para el caso particular de los gatos infectados con D. immitis; la resistencia 
natural parece estar incrementada en esta especie, lo cual se ve reflejada por una 
baja cantidad de gusanos adultos tanto en infecciones naturales como 
experimentales, un corto período prepatente (8 meses aproximadamente), el bajo 
nivel y la corta duración de la microfilaremia; y el corto período de vida de los 
gusanos adultos (2–3 años) (Muñoz, 2003). 
De otra parte y posiblemente debido a que algunas especies de mosquitos se 
alimentan de manera indiscriminada de reservorios animales y humano, 
Dirofilaria immitis puede ser transmitida a los humanos residentes en áreas 
endémicas, causando nódulos pulmonares que son frecuentemente confundidas 
con carcinomas pulmonares (Simoes et al., 2009). 
 
1.6.3 Prevalencia 
 
Los estudios acerca de la prevalencia indican que los gatos alrededor del mundo 
que residen en áreas enzoóticas para la enfermedad del gusano del corazón en 
perros, son susceptibles a la infección (Bowman & Atkins, 2009).  La prevalencia 
en los gatos parece paralela a la observada en perros residentes en la misma 
área geográfica, pero a un nivel mucho más bajo, observándose una relación de 
infección gato-perro (1:10) en áreas de animales no protegidos contra la infección 
(Litster & Atwell, 2008).  
Para el caso de la Florida existen reportes mediante serologías que varían entre 
el 5,8% y el 17% en gatos domésticos para  Dirofilaria Immitis y en Michigan en 
gatos sanos alcanzó  1,9% (Kalkstein et al., 2000; Snyder, 2000). 
En Grenada (Indias occidentales), Fernandez et al., 2010 estableció 
seroprevalencias en gatos callejeros que variaron entre 3,5% y 12,5%. 
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1.6.4 Transmisión 
 
Diferentes especies de mosquitos culícidos pertenecientes a los géneros Culex, 
Aedes y Anopheles, entre otros, han sido implicados en la transmisión de este 
parásito (Branco et al., 2009; Labarthe & Guerrero, 2005). 
Los vectores reconocidos en la transmisión de cualquiera de las dos especies son 
mosquitos de los géneros Culex spp, Aedes spp, Anopheles spp, Armigeres 
spp, Myzorhynchus spp y Taeniorhynchus spp, generalmente presentes en 
climas templados, en el trópico y subtrópico (Tarello 2009; Branco et al., 2009; 
Goodfellow & Shaw, 2005). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 13.  Ciclo de vida de Dirofilaria spp.  
(Tomado de: http://plpnemweb.ucdavis.edu/nemaplex/images/comparedog.gif Mayo 1 
2011) 
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Figura 14.  Microfilarias del género Dirofilaria immitis.  
(Tomado de http://www.sciencephoto.com/images/download_wm_image.html/ 
C0071603 Heartworms,_Dirofilaria_immitis-SPL.jpg?id=670071603 Mayo 01 
2011) 
1.6.5 Ciclo de Vida 
 
Durante las primeras 24 horas luego de que el insecto se alimenta, las 
microfilarias permanecen en el estómago del insecto y durante al siguiente día 
emigran hacia los túbulos de Malpighio, donde se desarrollan durante los 
siguientes 15 o 16 días hasta alcanzar un estado larvario de 500m penetrando 
en la cavidad corporal y migrando a través del tórax hasta los espacios cefálicos y 
el labium en donde el estado final infectante, mide de 800 a 900 m (Larva 3). 
Cuando el mosquito pica al huésped las larvas penetran los lugares adyacentes a 
la picadura en el tejido subcutáneo y submuscular (Baneth, 2006). 
Luego de un periodo relativamente largo de 85 a 120 días las larvas pasan de L3 
a L4 y L5 hasta madurar a adultos que miden de 3,2 a 11 cm y ubicarse en el 
corazón y arteria pulmonar, continuando su desarrollo.  Las microfilarias 
circulantes pueden sobrevivir por largo tiempo y producir transmisión 
transplacentaria afectándose así los cachorros y gatitos (Green 2008; Baneth, 
2006), ver Figura 13.  
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1.6.6 Sintomatología 
 
Se presentan dos cuadros muy diferentes, en el caso de Dirofilaria immitis, los 
primeros síntomas son la intolerancia al ejercicio y tos, progresa a signos 
respiratorios como tos, disneas y hemoptisis, hasta llegar a las manifestaciones 
de una falla cardiaca derecha crónica en la que es frecuente ascitis, 
hepatomegalia  e incluso muerte súbita por complicaciones generalmente 
respiratorias (Blagburn, 2010; Muñoz, 2003).  También se reportan signos 
neurológicos como sincopes, colapso, ceguera, signos vestibulares, como 
consecuencia de la migración errática de las larvas al cerebro (Lister & Atwell, 
2008). 
Debido a la aparente resistencia natural que tienen los gatos domésticos, se 
estima que  28% de los animales infectados, permanecen asintomáticos (Venco 
et al., 2008). 
Para el caso de Dirofilaria repens, las manifestaciones son únicamente 
cutáneas, incluyendo prurito, alopecia, hiperpigmentación y granulomas 
subcutáneos que contienen el parásito (Baneth, 2006). 
1.6.7 Diagnóstico 
 
En parasitemias altas los exámenes microscópicos de extendidos de sangre son 
una buena herramienta, pero no descarta la entidad si estos microorganismos no 
son detectados, es por ello que para encontrar infecciones ocultas se hacen 
pruebas como ELISA y Western blot (Baneth, 2006; Kalkstein, et al., 2000; 
Snyder et al., 2000), ver Figura 14. 
Se debe incluir el exámen físico y ocasionalmente se puede llegar al diagnóstico 
por cambios evidentes a la auscultación pulmonar y a la realización de placas 
radiográficas de torax e inclusive por la identificación ecográfica de las filarias 
(Muñoz, 2003).  
1.6.8 Tratamiento 
 
El diagnóstico y tratamiento es más difícil en los gatos y hay poca información 
disponible acerca tanto de los tratamientos paleativos como de los curativos, pero 
en contraste con lo anterior, los tratamientos profilacticos parecen tener más 
efectividad (Dunn, 2011). 
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De forma indirecta se ha observado que el tratamiento con Tetraciclinas, dirigido 
contra los casos de ehrlichiosis, reduce la capacidad reproductiva de los 
nematodos (Labarthe & Guerrero, 2005). 
El tratamiento de la entidad contempla el manejo adulticida con productos como 
Tiacetarsemida sódica, Melorsamina, pero con toxicidades variables en gatos  y 
con la posibilidad de presentarse efectos adversos como tromboembolismos e 
incluso pneumonitis eosinofílica o síndrome de la vena cava (Bowman & Atkins, 
2009; Muñoz, 2003) y el manejo microfilaricida la cual es considerada igualmente 
como quimioterapia profilactica, con propuestas como Ivermectina 24 µg/Kg, SC, 
milbemicyn oxime (Interceptor®) 2 mg/kg, SC, Moxidectina 1mg/kg, tópica y 
Selamectina 6-12 mg/Kg, tópica, una dosis mensual en zonas endémicas 
(American Heartworm Society, 2007). 
También se contempla la posibilidad de la extracción mecánica de los nemátodos, 
del corazón o los grandes vasos en los que puedan alojarse, con los riesgos 
quirúrgicos y posteriores complicaciones que puedan presentarse (Muñoz, 2003). 
1.7  Mycoplasmosis (Haemobartonelosis) 
 
La hemobartonelosis es también llamada Anemia Infecciosa Felina, es un 
síndrome de gatos domésticos que consiste en la fragilidad eritrocítica por 
procesos inmunomediados causada por una bacteria epieritrocítica anteriormente 
del orden de las Rickettsias, llamada anteriormente Eperythrozoon felis, 
posteriormente se denominó Haemobartonella felis y actualmente reclasificada 
en el género Mycoplasma, debido a los estudios moleculares en los cuales su 
pequeña talla y genoma lo acercan más a esta clasificación (Tasker, 2010).  Las 
especies que afectan a los gatos domésticos son:  Mycoplasma haemofelis, el 
más patógeno, también se han aislado e identificado a partir de sangre de estos 
felinos “Candidatus” Mycoplasma haemominutum, “Candidatus” 
Mycoplasma haemominutum, “Candidatus” Mycoplasma turicensis, y un 
reciente estudio evidencia la presencia en gatos domésticos de un Mycoplasma 
que afecta a caninos, el cual se denomina “Candidatus” Mycoplasma 
haematoparvarum (Tasker, 2010 y 2006; Suliman, 2009; Gentilini, 2009; Lobetti 
2007; Messik, 2004). 
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Figura 15.  Microfotografía electrónica de dos Mycoplasma haemominutum, 
sobre la superficie de un glóbulo rojo (Tomado de: Tasker, 2010). 
 
 
 
 
Figura 16.  Ictericia en un gato con Mycoplasmosis.  
(Tomada de: http://www.mascotas.org/tag/haemobartonella-felis Mayo 02 2011) 
1.7.1 Etiología 
 
Mycoplasma haemofelis, es una bacteria epicelular, gram-negativa, no 
acidorresistente, en forma de coco, que afecta a los eritrocitos, al parecer 
restringido a perros y gatos (Mycoplasma haemophelis y Mycoplasma canis), 
al parecer en el gato es un agente oportunista que existe comúnmente en gatos 
sanos y produce enfermedad cuando el paciente entra en estrés por otras 
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entidades inmunosupresoras o procedimientos a los que sea sometido (Harvey, 
2006; Foley et al., 2001) o como causante único de anemia hemolítica en gatos, 
la cual varía en intensidad desde los asintomáticos hasta ser letal en animales 
inmunocomprometidos (Sikes, 2010; Tasker, 2010; Tasker, 2006; Suliman, 2009; 
Gentilini, 2009).  En cuanto al tamaño, se reportan así: en el caso del 
Mycoplasma haemofelis  0,5 a 0,6 m y “Candidatus” Mycoplasma 
haemominutum 0,3 m; los mismos se presentan como cocos, anillos y 
bastoncillos, observándose con mayor facilidad en frotis sanguíneos delgados o 
en los bordes biselados de frotis gruesos (Green, 2008),  ver Figura 15. 
1.7.2 Epidemiología  
 
Los denominados hemoplasmas, se encuentran alrededor del mundo, pero su 
prevalencia varía geográficamente y se encuentra muy relacionada con animales 
de edades extremas, como machos viejos o gatitos de corta edad (Tasker, 2010; 
Messick, 2004). 
 
1.7.2.1 Especies afectadas 
Es difícil definir si los parásitos aún conocidos como Eperythrozoon spp pasen a 
formar parte del género Mycoplasma, pero se encuentran reportados en cerdos, 
ovejas, cabras, ganado, llamas, alpacas, ratones y zorros. Y para el caso de lo 
que antes se conocía como Haemobartonella, estas afectaban a gatos, perros, 
ratas, zarigüeyas, monos e inclusive a humanos inmunocomprometidos (Messik, 
2004). 
La mayor cantidad de estudios respecto de los denominados hemoplasmas se 
centran en las que afectan a los perros “Candidatus” Mycoplasma haemocanis, 
“Candidatus” Mycoplasma haematoparvum, y en el caso de los gatos 
Mycoplasma haemofelis, “Candidatus” Mycoplasma haemominutum, 
“Candidatus” Mycoplasma turicensis y “Candidatus”  Mycoplasma 
haematoparvum-like (Barrs, 2010; Roura, 2010, Tasker, 2010; Laberke, 2009). 
 
1.7.3 Prevalencia 
 
Existen muchos reportes respecto de la prevalencia de esta entidad cosmopolita 
referenciada en Estados Unidos, Alemania, Italia, España, Brasil y los valores se 
resumen a continuación ya de dependen mucho del número de animales 
empleados en el estudio y los métodos diagnósticos utilizados.  Para el caso de 
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Mycoplasma haemofelis, se registran entre el 0,4% y el 46,6%, para 
“Candidatus” Mycoplasma haemominutum del 10% al 32,1%, en 
“Candidatus” Mycoplasma turicensis se reporta entre el 0,4% y el 26% y en 
últimos estudios “Candidatus” Mycoplasma haematoparvum-like  con el valor 
más bajo de 0,7% (Sikes, 2010; Sykes et al., 2008; Sykes et al., 2007; Willi et al, 
2006). 
 
1.7.4 Ciclo de vida y Transmisión 
 
La ruta natural de transmisón de la infección no se ha confirmado (Tasker, 2010), 
pero las pulgas se han implicado dentro del proceso debido a la picadura de 
especies como Ctenocephalides felis, y Ctenocephalides canis y posiblemente 
de otros artrópodos hematofagos, como la garrapata Rhipicephalus 
sanguineus, los cuales al alimentarse de sangre de un animal infectado y picar 
de nuevo a un posible hospedero, transmitirá la entidad (Tasker, 2010; Barrs, 
2010).  La bacteria también se puede transmitir en los animales que salen de 
casa, durante las peleas con otros gatos, siempre que intermedie el contacto con 
sangre del animal infectado.  Puede igualmente transmitirse de la madre a los 
gatitos durante el parto o la lactancia.  Con el uso de viales y jeringas 
contaminadas en el manejo masivo de pacientes, o mediante las transfusiones 
sanguíneas (Sykes, 2010; Tasker, 2010; Museux et al., 2009; Suliman, 2009; 
American College of Veterinary Internal Medicine, 2007). 
 
1.7.5 Sintomatología 
 
La gravedad de la enfermedad en los gatos, varía de una anemia leve sin signos 
aparentes hasta pacientes gravemente deprimidos y que mueren por anemia 
hemolítica grave (American College of Veterinary Internal Medicine, 2007; Sykes, 
2003; Lobetti, 2007).  
Tasker (2010), en una revisión de literatura describe como síntomas de la 
enfermedad en fase aguda fiebre, anorexia, pérdida de peso, depresión, 
debilidad, palidez de mucosas, ictericia, hepato-esplenomegalia, linfadenopatia e 
incoordinación motora. Los gatos que se recuperan de infecciones agudas 
permanecen infectados de manera crónica durante meses, años o de por vida, 
siendo clínicamente sanos, o presentando anemia, pérdida de peso, paraplejia, 
deshidratación, hiperestesia y depresión (Akkan et al., 2005).  Los casos 
asintomáticos se pueden transformar en la fase aguda de la enfermedad, si se 
presentan eventos estresantes como la preñez o la coinfección con virus de 
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Leucemia Felina - FIV o Inmunodeficiencia Viral Felina - FeLV (Shaw, 2003; 
Lobetti, 2007), ver Figura 16. 
Se presentan episodios repetidos de parasitemia, originando daño en el eritrocito 
y acortando su tiempo de vida, pero al parecer el mayor daño sobre este lo ejerce 
la respuesta inmunitaria, lo cual se hace manifiesto en la positividad de las 
pruebas directas de Coombs (American College of  Veterinary Internal Medicine, 
2007; Sykes, 2003; Lobetti, 2007, Tasker, 2010). 
 
1.7.6 Diagnóstico 
 
Los parámetros dentro del cuadro hemático varían grandemente entre uno y otro 
paciente, por lo que no son un criterio de diagnostico a seguir, pero si es una 
herramienta diagnóstica de soporte para el manejo y tratamiento del paciente.  
Para los casos crónicos los recuentos eritrocitarios y leucocitarios no se evidencia 
gran variedad, ya que disminuyen, pero no acostumbran salir de los rangos 
normales, sin embargo, en casos agudos hay anemias severas clasificadas  entre  
normocíticas normocrómicas regenerativas (casos crónicos), normocíticas 
hipocrómicas, macrocíticas hipocrómicas (con coinfeccion de FeLV o 
Toxoplasmosis) y macrocíticas normocrómicas; que pueden ser por lo general 
recurrentes alcanzando hematocritos de 10%, aumenta de manera moderada el 
recuento leucocitario presentando neutrofilia en fases agudas y leve eosinofilia y 
monocitosis (Suliman, 2010; Tasker, 2010; Lobetti, 2007; Criado-Fornelio, 2003). 
Se hallan pruebas de Coombs positivas, que se evalúan macro y 
microscópicamente (Tasker, 2010; Kurtdede & Ural, 2004; Foley et al., 2001). 
Solo en un 50% de las ocasiones existen microorganismos en cantidades 
suficientes para reconocerse con facilidad en un frotis sanguíneo teñido durante 
la fase aguda de la enfermedad, siendo más difícil en la fase crónica.  Otros 
métodos de diagnóstico son las impresiones de medula ósea y esplénicas, sin 
embargo, el frotis sigue siendo el método disponible más sencillo y una forma de 
comprobar el diagnóstico cuando las pruebas moleculares como la PCR no son 
de fácil acceso (Tasker 2010; Gentilini, 2009; Laberke, 2009; Lobetti, 2007; 
Lappin, 2006). 
Se han señalado técnicas de tinción con naranja de acridina y la fluorescencia 
directa como más sensibles que las técnicas de Romanowsky (Giemsa, Wright´s, 
Diff-Quick), pero dichos procedimientos requieren de microscopio de 
fluorescencia y son más complejos que las tinciones sanguíneas rutinarias, así 
mismo, la inmunofluorescencia puede dar resultados falsos positivos al igual que 
las tinciones cuando presentan artefactos causados por malas técnicas de 
fijación, secado inadecuado de las láminas y precipitados presentes en los 
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colorantes (Green, 2000; American College of Veterinary Internal Medicine, 2007; 
Tasker, Lappin, 2002). 
Bioquímicamente se encuentran muy elevada la ALT y se encuentra la bilirrubina 
y hemoglobina medianamente aumentadas, y en el urianálisis se halla 
bilirrubinuria y hemoglobinuria (Tasker, 2010, Lobetti, 2007). 
Otras pruebas empleadas por su mayor sensibilidad y especificidad son el 
Western blot, inmunofluoresencia indirecta y PCR (Tasker, Lappin, 2002). 
 
1.7.7 Tratamiento 
 
Se emplean Tetraciclinas: como es el caso de la oxitetraciclina 25 mg/kg, IM, TID, 
por 7 días o SC por 14 días y doxaciclina 5-10 mg/Kg, SID, PO, por 14-21 días, 
por vía oral o parenteral, cloranfenicol, amoxacilina, enrofloxacina 10 mg/Kg, PO, 
SID, durante 14 días.  El tratamiento con corticosteroides (prednisolona 2 mg/Kg, 
SID, PO durante 3 semanas) están indicados por su respuesta inmunomediada, 
adicional proporcionar terapia de soporte, fluidoterapia, mientras que en casos 
severos adicionalmente se recomiendan transfusiones sanguíneas (Lobetti, 2007; 
Reynolds, 2007; Tasker & Lappin, 2002). 
 
1.8 Rickettsiosis 
 
Las rickettsiosis son entidades que afectan a una amplia variedad de mamíferos 
incluidos el hombre y el gato doméstico, producidas por bacterias denominadas 
rickettsias, las cuales son parásitos intracelulares obligados, Gram-negativas, las 
cuales no forman esporas. Sus formas varian entre cocos de 0,1μm de diámetro, 
bacilos de 1-4 μm de longitud e hilos de 10 μm de largo (Green, 2008). 
 
1.8.1 Anaplasmosis 
1.8.1.1 Etiología 
Es una enfermedad transmitida por vectores y producida por Anaplasma 
phagocytophilum, se trata de una bacteria intracelular obligada que se replica 
intracelularmente, aprovechando el fagosoma por el cual es interiorizado en la 
célula, generalmente su replicación se lleva a cabo en células hematopoyéticas 
tanto maduras como inmaduras (Dumler et al., 2001).  Recientemente se reportó 
el hallazgo confirmado mediante PCR de Anaplasma platys en un felino en 
Brasil (Lima et al., 2010). 
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Es de anotar que debido a los resultados de las pruebas moleculares,  a la 
similitud de las características biológicas y antigénicas, los miembros de las tribus 
Ehrlichieae y Wolbachieae, se reubican actualmente en la familia 
Anaplasmataceae y la familia Rickettsiaceae es eliminada.  Es por eso que en la 
actualidad el género Anaplasma  incluye Anaplasma phagocytophilum (antes 
Ehrlichia phagocytophila), Ehrlichia equi  y en el hombre el agente causal de 
la Ehrlichiosis granulocítica humana. Estos tres organismos inicialmente se creía 
eran especies separadas y que eran relativamente especie-específicas, pero en 
1986 se identificó en un caso humano de ehrlichiosis el mismo agente causal de 
la ehrlichiosis canina y del mismo modo ocurrió con la Ehrlichia equi (Dumler et 
al., 2001). 
Además dentro de la familia Anaplasmataceae se incluye  Anaplasma bovis  y 
Anaplasma platys  antes Ehrlichia bovis y Ehrlichia platys (Dumler et al., 
2001). 
 
 
 
Figura 17.  Evidencia microscópica de infección felina por Anaplasma 
phagocytophilum.  Las flechas muestran inclusiones intracitoplasmáticas en 
neutrófilos, individuales o en colonias (mórulas). 
(Tomado de: Heikkila et al., 2010 http://www.actavetscand.com/content/pdf/1751-0147-
52-62.pdf Diciembre 02 2011) 
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1.8.1.2 Epidemiología 
Se ha reportado en casi todos los paises europeos, Estados Unidos, Brasil, 
Venezuela, tanto en humanos como en felinos domésticos, salvajes y otros 
mamíferos domésticos (Heikkila et al., 2010). 
 
1.8.1.2.1 Especies afectadas 
Anaplasma phagocytophilum  es un agente que hoy por hoy evidencia mayor 
importancia en salud pública debido a su presentación en seres humanos como 
entidad emergente y en veterinaria afectando perros y gatos (Heikkila et al., 2010; 
Billeter et al., 2007; Santos et al., 2004). 
También se le atribuyen los denominados brotes de Fiebres de las Pasturas en 
rumiantes domésticos (Santos et al., 2004). 
  
1.8.1.2.2 Prevalencia 
Hay poca información disponible con respecto de la prevalencia de este agente 
en los gatos o incluso de su transmisión vectorial, pero se reporta en un estudio 
una prevalencia de 4,3%, establecida mediante pruebas serológicas IFA 
(Inmunofluorescencia Indirecta), aplicada en 470 muestras de felinos, sin 
confirmación por PCR, indicando que la infección natural en los gatos es poco 
común. (Billeter et al., 2007).  Se encuentran reportes de caso puntuales como en  
Suiza, bien identificado, confirmado y tratado exitosamente, pero sin estudios de 
prevalencia (Schaarschmidt et al., 2009), también en Finlandia (Heikkila et al., 
2010). 
Los reportes de prevalencia de anaplasmosis parece incrementarse, tanto en 
animales (aunque con escasos reportes) como en seres humanos y puede ser el 
resultado de varios factores, incluida la toma de conciencia respecto de las 
enfermedades transmitidas por vectores, el cambio climático global que afecta la 
distribución y prevalencia de vectores y reservorios (Heikkila et al., 2010). 
 
1.8.1.3 Transmisión 
Se transmite transestadialmente por cualquiera de las fases de crecimiento de las  
garrapatas del género Ixodes como Ixodes scapularys e Ixodes pacificus 
(Billeter et al., 2007).  En Madeira (Portugal) y en Finlandia se identificó en Ixodes 
ricinus, mientras que en el Reino Unido se asoció con Ixodes trianguliceps y 
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Europa Oriental y Asia con Ixodes persulcatus  (Heikkila et al., 2010; Santos et 
al., 2004). 
 
1.8.1.4 Ciclo de vida 
El ciclo de vida de Anaplasma phagocytophilum en los gatos domésticos está 
aún por definirse, pero al parecer el agente, se mantiene en un ciclo garrapata-
reservorio (generalmente un roedor) y el humano se comporta como un huésped 
final accidental.  El medio de transmisión es la picadura de la garrapata tanto en 
humanos como en animales, aunque también se reporta en humanos la 
transmisión perinatal o por contacto con sangre de animales infectados.  Luego 
de encontrarse en el torrente sanguíneo, muestra un marcado tropismo por los 
granulocitos en los cuales se multiplica hasta romper la célula e invadir otras 
leucocitos (Heikkila et al., 2010; Santos et al., 2004). 
 
1.8.1.5 Sintomatología 
Los signos clínicos en gatos domésticos son inespecíficos incluyendo letargia, 
inapetencia, fiebre y en ocasiones compromisos sistémicos derivados de 
leucopenia. También se reportan descarga nasal, adipsia, anuria, coprostacia, 
taquipnea, cojeras, gingivitis, conjuntivitis y hematuria (Heikkila et al., 2010; Lima 
et al., 2010; Schaarschmidt et al., 2009). 
 
1.8.1.6 Diagnóstico 
El diagnostico tentativo se basa en los signos clínicos, la evidencia anamnésica o 
la presencia del vector, la detección en frotis sanguíneos de mórulas 
intracitoplasmáticas dentro de los neutrófilos. Se confirma mediante pruebas de 
PCR o muestras pareadas para serología. Dentro de las pruebas paraclínicas en 
el cuadro hemático la principal anormalidad es trombocitopenia (Heikkila et al., 
2010). 
1.8.1.7 Tratamiento 
El tratamiento de elección son las Tetraciclinas, la de elección es la Doxiciclina en 
dosis de 5-10mg/kg diariamente por 20-30 días.  Las fluoroquinolonas y la 
Rifampicina, son también una alternativa (Heikkila et al., 2010).  La terapia de 
soporte de cada paciente depende de las alteraciones físicas individuales y es 
fundamental para una rápida remisión de los síntomas junto con la 
antibioticoterapia (Heikkila et al., 2010). 
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1.9 Ehrlichiosis 
 
Se conocen como un grupo de enfermedades que generalmente son nombradas 
de acuerdo con la especie del huésped o la célula sanguínea que parasita. 
1.9.1 Etiología 
 
La Ehrlichiosis Monocítica Canina es causada por Ehrlichia canis  y 
ocasionalmente por  Ehrlichia chaffeensis  en gatos se ha comprobado la 
presencia de inclusiones en monocitos, linfocitos y granulocitos, en animales que 
presentan fiebre y trombocitopenia, comprobándose por técnicas moleculares la 
presencia de Ehrlichia canis (De Oliveira et al., 2009). 
 
Para el caso de los humanos la entidad conocida como Erhlichiosis Monocítica 
Humana es causada por Ehrlichia chaffeensis, Ehrlichia ewinngi, Ehrlichia 
canis, consideradas zoonóticas aunque para el caso de esta última, solo se ha 
reportado un aislamiento en un humano asintomático en Venezuela (OIE, 2005). 
Los organismos que causan ehrlichiosis son cocobacilos intracelulares obligados, 
gram-negativos.  Se encuentran tres formas intracitoplasmáticas el cuerpo inicial, 
el cuerpo elemental y la mórula que aparece como una inclusión basofílica en 
monocitos y granulocitos.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 18.  Extendido de la línea de blancos de un canino con
Ehrlichia canis.  La flecha evidencia una mórula intracitoplasmática en
un neutrófilo. 
(Tomado de: http:www.vet.uga.edu/VPP/clerk/hanson/index.php
Diciembre 02 2011) 
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1.9.1.1 Epidemiología 
Existe evidencia de que los gatos son susceptibles a la ehrlichiosis (Ehrlichia 
canis) pero los casos documentados son raros y se desconoce si se debe a que 
no se diagnostica y se encuentra subreportada por esta razón, o porque hay una 
resistencia en los gatos a la presentación clínica de la enfermedad, también por el 
constante hábito de lamido les permite  retirar mecánicamente las garrapatas, 
principales vectores en esta entidad (De Oliveira et al., 2006; OIE, 2005). 
 
1.9.1.2 Especies afectadas 
Se encuentran casos reportados tanto en felinos domésticos como en felinos 
silvestres, ocasionados por Ehrlichia canis, pero sigue siendo el perro el 
principal hospedero con grados variables de presentación de la enfermedad 
(Filoni et al., 2006). 
 
1.9.1.3 Prevalencia 
Las publicaciones respecto de la Erhlichiosis en gatos no establecen prevalencias 
en esta especie, pero plantean la necesidad de establecer vigilancia 
epidemiológica al respecto, para concluir si los gatos se comportan como 
reservorios y/u hospederos (De Oliveira 2009; OIE 2005) 
 
1.9.1.4 Transmisión 
Ehrlichia canis es transmitida por la garrapata Rhipicephalus sanguineus o 
garrapata café del perro y experimentalmente se vinculó  otra especie 
Dermacentor variabilis en caninos.  Al igual que con otros hemoparásitos deben 
tenerse en cuenta las transfusiones sanguíneas y se ha sugerido la transmisión 
mecánica por otros insectos, como posible medio de propagación (OIE, 2005). 
Es poco lo que se sabe sobre las especies de garrapatas capaces de infestar y 
transmitir enfermedades infecciosas a los gatos, sin embargo en áreas cálidas 
endémicas los gatos son infestados con Dermacentor spp., Rhipicephalus 
sanguineus y Haemaphysalis spp.  Es posible que la garrapata más 
ampliamente distribuida sea el principal vector, es decir Rhipicephalus 
sanguineus (De Oliveira et al., 2009). 
En el caso de los felinos silvestres afectados por el parásito parecen estar 
implicados otros vectores propios del medio ambiente en el que se desenvuelven 
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como son: Amblyomma ovale, Amblyomma parvum, Amblyomma 
cajennense, Boophilus microplus e Ixodes aragaoi (Filoni et al., 2006). 
 
1.9.1.5 Ciclo de vida 
A pesar de no estar documentado en gatos domésticos ni salvajes, el posible 
ciclo de vida, se asimila al comportamiento que tiene en los caninos en los que el 
periodo de incubación de la entidad es de 8 a 20 días, las garrapatas son 
transmisoras transestadiales siendo así capaces de ser infectivas en estado 
larval, como ninfas o como adultas, pero no se da infección transovárica.  Al 
alimentarse con sangre de un reservorio, el parásito se disemina dentro de esta a 
través de los hemocitos y se ubica en el intestino del vector, hasta que pasa a las 
glándulas salivares de la garrapata, la cual al volver alimentarse inyecta el 
hemoparásito en el sitio de la picadura.  En el hospedero el hemoparásito se 
replica provocando la signología dependiendo del grado de parasitemia y del 
estatus inmunológico del paciente (OIE 2005). 
 
1.9.1.6 Sintomatología 
Los signos clínicos en gatos con ehrlichiosis monocítica  son muy variados, fiebre, 
anorexia, perdida de peso, vomito y diarrea. Las pruebas paraclínicas incluyen 
anemia, trombocitopenia, leucopenia e hiperglobulinemia, se desconoce si los 
gatos mantienen la infección permanentemente o desarrollan inmunidad como 
resultado de la infección crónica (De Oliveira et al., 2009; OIE, 2005). 
 
1.9.1.7 Diagnóstico 
Las pruebas como ELISA e IFA, son comúnmente usadas para el diagnóstico, 
pero el hallazgo de mórulas intracitoplasmáticas en granulocitos o monocitos, 
teñidos con Giemsa en frotis sanguíneos, son una prueba confirmatoria, aunque 
muy poco frecuente para el caso de Ehrlichia canis.  Las técnicas actuales de 
PCR son confirmatorias y la respuesta al tratamiento es también un soporte para 
el diagnóstico. 
Los resultados de las pruebas paraclínicas son muy variables y posiblemente el 
dato más consistente es la trombocitopenia, pudiendo estar acompañada de 
anemia y leucopenia pero dependiendo de la fase de la enfermedad en la que se 
tomen las muestras (OIE, 2005). 
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1.9.1.8 Tratamiento 
La respuesta a las tetraciclinas es satisfactorio en especial a la Doxiciclina en 
dosis de 5mg/kg, una o dos veces por día, por 20 a 30 días.  La terapia de sostén 
es fundamental en casos de anemia aguda que requiera transfusión o 
trombocitopenias marcadas que deban ser manejadas con terapia con 
corticoides. 
La respuesta al tratamiento es positiva, pero las reincidencias en periodos de 
estrés son frecuentes o debido a reinfestaciones con el vector (OIE, 2005). 
 
1.9.2 Rickettsiosis 
 
Se trata de entidades que desde hace más de veinte años se consideran 
endémicas en todo el mundo a excepción de la Antártica (Abdad, 2011; Márquez, 
2002).  Causadas por un tipo de bacterias gram-negativas denominadas α-
proteobacterias, las cuales requieran de un vector (invertebrado) y un hospedero 
(vertebrado), para sobrevivir y multiplicarse, pueden tener forma de cocos con 
tamaño aproximado de 0,1µm y bacilos con tamaños de 1 a 4μm (Abdad et al., 
2010; Bitam et al., 2010) 
 
1.9.2.1 Etiología 
Para el caso de los gatos domésticos estos se comportan como reservorios y no 
como hospederos que sufran la entidad, la enfermedad en las personas se asocia 
con dos especies: Rickettsia felis  la cual produce la  conocida como Fiebre 
manchada transmitida por pulgas o Tifo de la pulga del gato y Rickettsia typhi 
como causante del Tifo murino.  
Las rickettsias se han clasificado filogenéticamente en la actualidad en cuatro  
grupos: el grupo fiebre manchada (SFG) Rickettsia felis, el grupo de transición 
(RTG), el grupo tifo (GT) Rickettsia typhi y el grupo ancestral (AG),(Abdad et al., 
2011; Horta et al., 2010). 
 
1.9.2.2 Epidemiología 
Las enfermedades transmitidas por pulgas pueden reaparecer como epidemias, 
debido a los cambios en la ecología tanto de vectores como de hospederos, es 
así como para el caso del Tifus murino en el sur de California y Texas se observa 
una expansión de la enfermedad, la cual ya tiene características tanto urbanas 
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como suburbanas, debido a que el clásico ciclo rata-pulga –rata, ha sido 
reemplazado por un ciclo que incluye animales peridomésticos como perros, 
gatos,  zarigüeyas y sus pulgas (Azad et al., 1997). 
Tanto Rickettsia felis  como Rickettsia typhi  son conocidas en todo el mundo: 
Francia, Alemania, Tailandia, Corea del Sur, Tunez, Laos, España, Taiwán. 
(Horta et al., 2010), posiblemente debido a la distribución mundial de  
Ctenocephalides felis felis, su principal vector y a las co-migraciones humanas 
con los animales que albergan al vector principal o a otros posibles vectores 
(Abdad et al., 2011; Hii et al., 2011).  
 
1.9.2.2.1 Especies afectadas 
Se puede afirmar que la entidad denominada Tifo transmitido por pulgas se 
encuentra en la mayoría de las poblaciones humanas y  donde los animales se 
mantienen como mascotas, afectando clínicamente únicamente a la especie 
humana (Abdad et al., 2011; Bitam et al., 2010). 
Para el caso de la Fiebre transmitida por la pulga del gato, la cual igualmente 
afecta al humano pero no lo hace ni en el vector, ni en los reservorios, 
principalmente perros gatos y zarigüeyas, con las pulgas que los afectan, 
principalmente Ctenocephalides felis (Azad et al., 1997). 
 
 
Figura 19. Distribución geográfica de Rickettsia felis como casos clínicos o por su 
presencia en pulgas.  
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(Tomado de: http://download.journals.elsevierhealth.com/pdfs/journals/1201-
9712/PIIS1201971210 000299.pdf Noviembre 06 de 2011) 
 
1.9.2.3 Prevalencia 
Existe la posibilidad que debido a la naturaleza auto limitante que tiene la mayoría 
de las ricketsiosis, estas entidades sean subreportadas, lo que es más grave en 
áreas endémicas para la presentación de las entidades causadas por Rickettsia 
felis, pero el evidente aumento en los reportes de casos permiten plantear que la 
Fiebre manchada transmitida por pulgas se ha convertido en una entidad 
emergente en los humanos (Abdad, 2011). 
Se reporta que por cada cinco casos de tifus murino diagnosticados en el estado 
de Texas, Estados Unidos, uno fue atribuido a Rickettsia felis, basado en  
resultados de PCR.  La enfermedad producida por esta bacteria se parece al tifus 
murino, cuyo agente causal más común, Rickettsia typhi, el cual es endémico en 
el suroeste de Estados Unidos, donde su principal reservorio salvaje es la 
comadreja. Este animal suele ser susceptible a la infestación por la garrapata 
café del perro en casi todo el país.  Una encuesta serológica de gatos con fiebre 
en el noreste de Estados Unidos reveló la presencia de anticuerpos contra 
Rickettsia. felis en 8% de estos gatos, lo cual indica que el gato doméstico podría 
desempeñar algún papel en la transmisión de la infección a seres humanos 
(Abdad et al., 2011; Bitam et al., 2010). 
Un estudio en Sucre (Colombia) realizado por Rios et al., 2008, en una población 
humana rural evidenció mediante IFA una prevalencia de 7,8% para Rickettsia  
spp. y menciona los resultados de otro estudio en el que mediante la misma 
técnica se reporta un 9,4% para Rickettsia  spp. en 64 muestras de sangre de 
personas provenientes de Santander, Guaviare y Caldas; también de otro estudio 
realizado en Córdoba en donde se alcanzó un valor de 40,3% y en Cundinamarca 
con un 49%, lo anterior pone de manifiesto la necesidad la presencia de  
Rickettsia lo que exige un estudio más sistemático de la misma.  Los anteriores 
reportes para Colombia ponen de manifiesto la presentación de la infección por 
Rickettsias, implicando a posterior la determinación de la especie involucrada y el 
posible compromiso como reservorios de algunas de las especies domésticas 
incluido el gato doméstico. 
 
1.9.2.4 Transmisión 
Existe un gran número de especies de artrópodos capaces de albergar tanto 
Rickettsia felis como Rickettsia typhi que pueden actuar como vectores 
potenciales, lo que confirma el que se trate de un microorganismo pan-global.  El 
principal vector conocido es la pulga del gato Ctenocephalides felis felis, sin 
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embargo existen otras 20 especies de pulgas, garrapatas y ácaros capaces de 
llevar el hemoparásito.  Es de los pocos patógenos bacterianos que afectan al 
humano y que se encuentre asociado con una variedad tan grande de 
invertebrados, lo que es preocupante si se piensa en las proyecciones que por 
calentamiento global hacen sobre la ecología y distribución de los vectores 
afectando negativamente la salud pública (Abdad, 2011).  La transmisión en los 
vectores se verifica transovárica y transestadialmente, para el caso de Rickettsia 
felis  y a diferencia de Rickettsia tiphy (Gilles et al., 2008; Ogata et al., 2005; 
Horta et al., 2010; Márquez et al., 2002; Higgins et al., 1996). 
La infección por Rickettsia felis se ha atribuido más a la saliva de las pulgas, 
mientras que la de Rickettsia tiphy se ha atribuído adicionalmente a la inhalación 
de las heces secas de las pulgas (Abdad et al., 2011; Bitam et al., 2010). 
1.9.2.5 Ciclo de Vida 
Las infecciones experimentales en diferentes colonias de pulgas han mostrado 
una gran similitud en la adquisición, reproducción, difusión y transmisión de las 
dos especies de Rickettsias , la infección en la pulga se inicia cuando esta 
ingiere los microorganismos y estos entran en las células epiteliales del intestino 
medio en las cuales se multiplica exponencialmente en los siguientes tres a cinco 
días, hasta invadir la totalidad del epitelio intestinal, para luego ser eliminadas en 
las heces o alcanzar la saliva de los vectores (Azad et.al., 1997). 
En el caso de Rickettsia felis  son varios los reportes que indican la presencia 
del microorganismo en la saliva de las pulgas implicadas en la transmisión, 
confirmada su presencia  mediante por medio de PCR (Bitam et al., 2010). 
1.9.2.6 Sintomatología 
Para el caso de los gatos que se comportan como reservorios de cualquiera de 
las dos rickettsias, la entidad se presenta leve y asintomática, mientras que en el 
hombre la fiebre manchada transmitida por pulgas o el tifo en las personas 
infectadas puede desarrollar signos severos que comúnmente involucran fiebre, 
dolor de cabeza, salpullido, otros signos incluyen marcada fatiga, mialgia, 
fotofobia, conjuntivitis, dolor abdominal, vómito y diarrea. También presenta una 
escara en el sitio de inoculación por la pulga, razón por la que a veces se 
confunde con otras ricketsiosis transmitidas por garrapatas (Bitam et al.,  2010).  
 
1.9.2.7 Diagnóstico 
La prueba de oro sigue siendo la Inmunofluorescencia indirecta, aunque existe 
una considerable actividad cruzada entre los anticuerpos de los grupos SFG y 
TG, en suero humano, posiblemente por ello se den diagnósticos errados entre 
Rickettsia felis  y Rickettsia tiphy.  Aún es el método de elección debido a lo 
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rápido de la respuesta y lo fácil de su uso, pero es necesario vincular técnicas 
moleculares como PCR, dentro del proceso diagnóstico, para hacer un mejor 
reconocimiento de la entidad, sin olvidar la evidencia clínica ni la anamnesis que 
involucre el histórico de los viajes (Abdad, et al., 2011; Bitam et al., 2010). 
                         
Figura 20.  Ciclo de Vida urbano y suburbano de Rickettsia spp en 
hospederos mamíferos. 
(Tomado de: 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC2627639/?tool=pubmed Diciembre 
02 2011) 
 
1.9.2.8 Tratamiento 
Los pacientes afectados por Rickettsia tiphy responden rápidamente al 
tratamiento con Tetraciclina, doxiciclina o fluoroquinolonas, cuando no son 
tratados, dichos pacientes pueden llegar a requerir cuidado intensivo.  Para el 
caso de la entidad producida por Rickettsia felis  los pacientes tratados con 
doxiciclina responden exitosamente y en estudios in vitro se ha demostrado 
sensibilidad a doxiciclina, rifampicina, tianfenicol y fluoroquinolonas (Bitam et al., 
2009). 
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1.10 Control y prevención 
Remover toda posibilidad de exposición a los vectores es la mejor forma de 
prevenir las entidades transmitidas por vectores en gatos domésticos, sin 
embargo es muy difícil en áreas endémicas (Irwin, 2003), pero también incluye 
mantener en lo posible alejados a los gatos domésticos del contacto con sectores 
rurales o más bien silvestres y así evitar el contacto con reservorios y/o 
garrapatas (Lobetti, 2002). 
La importancia del control profiláctico de pulgas está demostrado, más aún 
cuando lo que se encuentra de por medio es la prevención de entidades 
zoonóticas emergentes (Reithinger et al., 2006; Chomel et al., 1996).  Mantener 
rutinariamente medidas de control en gatos utilizando la amplia variedad existente 
de adulticidas o de inhibidores del desarrollo en insectos es hoy por hoy una 
medida de fácil aplicación.  
Para el caso del control de garrapatas en gatos la situación es diferente debido a 
la alta sensibilidad de estos frente a las piretrinas acaricidas de primera línea 
frente a las garrapatas, pero surge la alternativa de aplicación del Fipronil 
(Frontline®) como acaricida alternativo (Lobetti, 2002, Weidemann, 2000).  Una 
medida de control por parte de los propietarios es la eliminación manual tanto de 
pulgas como garrapatas (Irwin, 2003). 
La implementación de vacunas para la prevención de infecciones transmitidas por 
artrópodos, aunque benéficas tanto para los gatos como por las personas ha sido 
de uso limitado en razón a que se trata justamente de parásitos especializados en 
evadir y manipular el sistema inmune (Shaw et al., 2001).  La investigación de 
nuevos vectores comprometidos en la transmisión de las entidades, los posibles 
huéspedes involucrados susceptibles de infección, la prevalencia de de 
infecciones sintomáticas y asintomáticas en gatos y el papel de los agentes 
etiológicos de otras entidades en las coinfecciones, es otro elemento fundamental 
para el conocimiento y el surgimiento de propuestas de manejo y control de las 
entidades (Baneth, 2006; Kenny et al., 2004). 
En el caso de la Tripanosomosis y de las entidades transmitidas por vectores, 
para su manejo integral la OMS y otros estudios recomiendan el mejoramiento de 
las viviendas ya que en aquellas que presentan hendiduras en las paredes por 
estar hechas de adobe o por ser viviendas en obra gris o negra, facilitan la 
proliferación de triatominos.  Complementario a la anterior propuesta es necesario 
mejorar o implementar el adecuado manejo de basuras, excretas, aguas negras 
fluidas o estancadas (Townson et al., 2005). 
Asegurarse que los animales donadores de sangre en casos de transfusiones 
sanguíneas no presentes los parásitos mencionados anteriormente, debido a que 
esta ese otra forma de transmisión de hemoparásitos (Foley et al., 2001; Lobetti, 
2007).
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2 Metodología 
Se realizó un estudio epidemiológico de corte transversal para estimar la 
frecuencia de presentación de hemoparásitos y ricketsias en gatos domésticos 
encontrados en los centros de zoonosis de las ciudades de Bogotá y Cali durante 
los años 2007 y 2008. 
 
2.1. Ciudades objeto de estudio 
 
La ciudad de Bogotá D.C., se encuentra ubicada a una altura de 2630 m.s.n.m., 
con una temperatura promedio de 14ºC que se caracteriza por estar en una zona 
de confluencia intertropical lo que determina dos épocas de lluvia en la primera 
mitad del año en los meses de marzo, abril y mayo y en la segunda mitad en los 
meses de septiembre, octubre y noviembre, con una precipitación calculada de 
1368 mm/año.  El territorio tiene una extensión total de 177.598 hectáreas, con 
una zona rural de 129.850 ha, una zona urbana de 30.736 ha y un área 
suburbana de 17.045 ha. 
La ciudad de Santiago de Cali, se encuentra ubicada a 956 m.s.n.m., con una 
temperatura promedio de 24.8ºC y precipitaciones anuales de 1045.3mm/año. Su 
superficie total es de 56.026,2 hectáreas repartidas en 12.089,3 ha para el área 
urbana y 43.936,9 ha para la zona rural. 
Las ciudades seleccionadas cuentan con centros de zoonosis regularmente 
establecidos, son las dos únicas ciudades que para el momento del 
planteamiento del problema contaban con censos felinos, a partir de los cuales 
calcular el tamaño de muestra para entidades en las que no hay para el país 
valores de prevalencia, adicionalmente porque al tener condiciones climáticas y 
medioambientales diferentes es posible encontrar diferentes clases de vectores. 
 
2.2. Población objeto de estudio 
 
La población de animales para este estudio, estuvo constituida por gatos 
domésticos capturados en las áreas urbanas de Bogotá y Cali y confinados en los 
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centros de zoonosis de cada ciudad hasta alcanzar el tamaño muestral calculado.  
El tamaño de muestra se calculó tomando como prevalencia esperada el 50%, 
con un nivel de confianza del 95% y un máximo de error del 5%, empleando la 
siguiente ecuación: 
 
 
 
Donde   = es el tamaño de la muestra 
 = es el valor de t-student con un nivel de confianza del 95% 
 = es la prevalencia esperada (0.5).  
 =  es el máximo error absoluto aceptado (0.05). 
 
Para la ciudad de Bogotá se calculó una muestra de 324 animales y para la 
ciudad de Cali de 60 animales.  Estos datos son proporcionales a las poblaciones 
de felinos referenciadas en los respectivos censos realizados hasta el momento 
(Vega et al., 2005, Santafé, 2004) y se obtuvieron empleando las siguientes 
ecuaciones: 
 
 
Donde    = es la fracción muestral. 
 = es el tamaño de muestra calculado para las dos ciudades. 
 = es la población total de felinos para las dos ciudades.  
 
Donde   = es el tamaño de muestra calculado para cada ciudad. 
 = es la población de gatos total de cada ciudad. 
   = es la fracción muestral. 
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2.3. Reseña y examen clínico 
 
Cada uno de los animales se reseñó en un formato descrito por Kirk (1996) y 
adaptado para el presente estudio (Anexo 1), el cual constaba de dos partes, la 
primera con la información general del animal, donde se asignó un número de 
identificación y se registraron la ciudad de procedencia, la raza, el color, el peso, 
el sexo y la edad aproximada en meses;  la segunda parte correspondió al 
examen clínico general, en el que se registraron la temperatura, la frecuencia 
cardiaca/respiratoria, la coloración de las membranas mucosas oral, ocular y 
vulvar y la presencia de ectoparásitos. 
2.4. Recolección de las muestras 
 
2.4.1. Sangre venosa 
 
Para su obtención se siguió la metodología descrita por Sherding, 1994 y 
Rijnberky y Dwries (1995).  Se puncionó la vena yugular, previa tranquilización del 
animal con Xilazine (RompunR Bayer Inc) a la dosis de 0,25 mg/kg IM; se depiló y 
desinfectó el área inferior del cuello y mediante el uso de aguja calibre 22 g y/o 24 
g, dependiendo del diámetro del vaso, se extrajo una muestra de 1,5 – 2,5 ml de 
sangre, los cuales fueron depositados en tubos de ensayo con EDTA (Precisión 
Care-K3 EDTA-4ml), adicionalmente se emplearon dos gotas de sangre sin 
anticoagulante para realizar frotis delgados en láminas portaobjetos previamente 
desengrasadas, los cuales fueron secados al ambiente.  Los tubos y las láminas 
fueron rotulados y marcados con los números de registro correspondientes. Las 
láminas fueron guardadas en cajas de colección hasta su coloración. 
 
2.4.2. Sangre capilar 
 
Para su obtención se siguió la metodología descrita por Sherding, 1994 y 
Rijnberky y Dwries, 1995.  Previa tranquilización con Xilazine (RompunR Bayer 
Inc) a la dosis de 0,25 mg/kg IM; se depiló y desinfectó la punta de la cola o el 
extremo distal de la oreja, lugares donde se puncionó con aguja calibre 20 g o 22 
g, colectando la sangre en tubos capilares heparinizados (Vitrex Medical A/S Ref. 
161313) y empleando dos gotas de sangre se realizaron frotis delgados en 
láminas portaobjetos previamente desengrasadas, los cuales fueron secados al 
ambiente.  Los tubos y las láminas fueron rotulados y marcados. Las láminas 
fueron guardadas en cajas de colección hasta su coloración. 
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2.4.3. Toma de ectoparásitos 
Se empleó la metodología descrita por Orozco et al., 2008 y Alcaino et al., 2002. 
Mediante examen visual se determinó la presencia de ectoparásitos, 
manualmente se separó el pelo de la cabeza, el dorso, el tórax y la región ventral 
y una vez detectados se procedió a su colecta.  Los especímenes fueron 
depositados en tubos de ensayo que contenían lactofenol (Vélez, 1995).  Los 
tubos fueron rotulados, marcados y almacenados hasta su clasificación. 
  
2.4.4. Conservación de las muestras 
 
Las muestras de sangre en tubos fueron conservadas en refrigeración a 4ºC 
durante su transporte hasta el Laboratorio de Parásitología Veterinaria de la 
Universidad Nacional de Colombia.  Los frotis de sangre fueron fijados con 
metanol absoluto (Merck # 1.06007.2500) y almacenados en cajas de colección, 
hasta su coloración en el Laboratorio de Parásitología Veterinaria de la 
Universidad Nacional de Colombia.  Las muestras de ectoparásitos fueron 
preservadas en tubos de ensayo con lactofenol hasta su clasificación.  
 
2.5. Procesamiento de las muestras 
2.5.1. Montaje de frotis sanguíneo 
 
Se empleó la metodología descrita por Brant, (2000); Uilemberg, (1998); Sloss et 
al., (1994) y el Manual de procedimientos del Laboratorio de Parásitología 
Veterinaria de la Universidad Nacional de Colombia.  Las láminas fueron 
enjuagadas con metanol absoluto (Merck # 1.06007.2500) durante 2 horas y 
posteriormente secadas a temperatura ambiente hasta su empleo.  Con un paño 
se procedió a limpiar la lámina y se agregó una gota de sangre venosa sin 
anticoagulante tomada directamente durante la colecta en dos láminas y del 
mismo modo se procedió con la sangre capilar tomada del borde de la oreja y sin 
anticoagulante.  Hecho esto, en uno de los extremos de la lámina, con el borde de 
una lámina cubreobjetos, colocada en ángulo de 45 grados sobre la muestra de 
sangre, se llevó a cabo el frotis delgado con un movimiento firme y rápido.  Cada 
frotis fue secado a temperatura ambiente y fijado posteriormente con metanol 
absoluto (Merck # 1.06007.2500) durante 2 minutos.  Se dejó secar el alcohol a 
temperatura ambiente y se guardaron las láminas en cajas de colección hasta su 
coloración. 
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2.5.1.1. Coloración de Giemsa 
Se siguió el procedimiento descrito por Brant, 2000 y en el Manual de 
Procedimientos del Laboratorio de Parásitología Veterinaria de la Universidad 
Nacional de Colombia (2009).  El colorante de Giemsa (Merck #1.09204.0500) fue 
preparado diluyendo una gota de solución stock de Giemsa  en 1 ml de agua 
buferada pH 7.0 (Protocolo).  Con la solución de trabajo se cubrieron tanto los 
frotis de sangre capilar como los de sangre venosa y se mantuvo el colorante 
durante 45 minutos.  Posteriormente se decanto el colorante y se lavó cada 
lámina con agua buferada pH 7.0.  Las láminas coloreadas se dejaron secar a 
temperatura ambiente y fueron almacenadas hasta su lectura. 
  
2.5.1.2. Coloración de Gram 
Se siguió la metodología descrita por Forbes, (2009); Tortora et al., (2007) y 
Koneman et al., (2006).  Se procedió a cubrir tanto los frotis de sangre venosa 
como los de sangre capilar con Cristal Violeta en solución según Gram (Merck 
#1.09218.05000) por 2 minutos y luego se procedió a eliminar el exceso de 
colorante, posteriormente se cubrió con Solución Lugol diluida de yodo y yoduro 
de potasio (Merck #1.09261.1000) por un minuto.  Una vez descartado el Lugol, 
se aplicó la solución decolorante de Alcohol-Cetona 3.1 de Gram (Mol Labs # 
T5204) hasta eliminar los excesos de colorante.  Se lavó con agua destilada y por 
último se aplicó Fucsina de Gram (Mol Labs # T5504) por 10 segundos y se lavó 
con abundante agua destilada.  Las láminas coloreadas se dejaron secar a 
temperatura ambiente y fueron almacenadas hasta su lectura.  
 
2.5.1.3. Examen de la línea de blancos (“Buffy coat”) o 
método de Woo. 
Se empleó la metodología descrita por Uilenberg, (1998).  Las muestras de 
sangre colectadas en tubos para microhematocrito con 4 U.I. de heparina (Vitrex 
Medical A/S Ref. 161313) y llenados en sus dos terceras partes y sellados en el 
extremo inferior con plastilina (Vitrex Medical A/S), posteriormente fueron 
centrifugados a 12000 rpm durante 5 min (Micro CL17 Thermo IEC).  Una vez 
identificada la línea de blancos o “buffy coat”, se hizo una muesca sobre la 
superficie del tubo con un lápiz con punta diamante (Bochem #12620) 2 mm por 
debajo de este punto.  Luego, se procedió a quebrar el tubo y se recuperó la línea 
de blancos y el plasma en una lámina portaobjetos limpia y previamente 
desengrasada.  Se realizó un extendido del material colectado con un escobillón 
de madera y se dejó secar a temperatura ambiente.  Posteriormente se fijaron los 
extendidos con metanol absoluto (Merck # 1.06007.2500) durante 2 min.  Se dejó 
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secar el alcohol y se procedió a colorear con solución de Giemsa empleando el 
procedimiento descrito para frotis delgados.  Las láminas coloreadas se dejaron 
secar a temperatura ambiente y fueron almacenadas hasta su lectura. 
 
2.5.1.4. Gotas de sangre seca en papel de filtro 
Se realizó según  Cassalett et al., 2011 depositando el contenido de sangre de un 
tubo capilar sobre papel de filtro Whatman N°3. La sangre seca en el papel de 
filtro fue almacenada a -20°C hasta su empleo. 
 
2.6. Procesamiento de las muestras clínicas. 
 
2.6.1. Cuadros Hemáticos 
 
Las muestras fueron procesadas y analizadas en el Laboratorio Clínico de la 
Facultad de Medicina Veterinaria y de Zootecnia de la Universidad Nacional, en 
un analizador automático (Celltac α Nihon Kohden MEK-6450J) calibrado para la 
lectura de muestras animales.  El cuadro hemático automatizado incluyó: 
hematocrito, recuento de células blancas, recuento de células rojas, hemoglobina, 
volumen corpuscular medio, hemoglobina corpuscular media y concentración de 
hemoglobina corpuscular media.  El hematocrito y el recuento diferencial de 
blancos se realizaron de forma manual.  
 
2.6.1.1. Montaje de las muestras de sangre en el Analizador 
Automático. 
Siguiendo las indicaciones del Manual de Operación MEK-7222, previa 
identificación de las muestras a procesar, se procedió inicialmente a verificar que 
en la pantalla READY, apareciera ID y la configuración normal, se procedió a 
seleccionar la especie animal, para posteriormente colocar la aguja de muestra 
en el tubo de ensayo con sangre con anticoagulante, de tal manera que la aguja 
no tocara el fondo del tubo y se pulsó la tecla medir, apareciendo el mensaje 
“Measuring” en la pantalla hasta finalizar la medición.  Los datos obtenidos fueron 
guardados en la memoria del equipo y el resultado numérico e histograma 
apareció en la pantalla para su posterior impresión. 
 
Las mediciones manuales se llevaron a cabo empleando la metodología descrita 
por Ávila (2002), para la medición del microhematocrito, las proteínas plasmáticas 
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totales y el recuento diferencial de blancos con el objeto de confirmar los 
resultados obtenidos en el analizador automático.  
 
2.6.1.2. Microhematocrito 
Cada tubo de ensayo con anticoagulante EDTA (Presicion Care-K3 EDTA-4ml) y 
que contenía sangre venosa fue  homogenizado suavemente de forma manual 5 
veces, luego se tomó un capilar para microhematocrito (Vitrex Medical A/S Ref. 
161313) y se llenó hasta sus dos terceras partes; se selló uno de sus extremos 
con plastilina (Vitrex Medical A/S) y se colocó, con el extremo cerrado hacia la 
parte externa en una microcentrífuga (Micro CL17 Thermo IEC) y se verificó que 
se encontrara balanceada.  Se centrifugó a 12.000 r.p.m. por cinco minutos. 
Luego se retiró el capilar de la centrífuga y se llevó a cabo la lectura en la una 
tabla de medición de hematocrito.  Se colocó el capilar de manera vertical, de tal 
forma que los extremos de los componentes sanguíneos coincidieran con las 
líneas de valor (0 y 100), es decir, que el menisco superior correspondiente al 
plasma (punto de unión plasma-aire) quede sobre el valor de 100 en la tabla y el 
extremo inferior de los eritrocitos (sitio de unión de la sangre con la plastilina) 
quede sobre el valor de 0 de la tabla.  El valor de hematocrito se midió en el punto 
de corte entre la zona de leucocitos (capa blanca) y eritrocitos en el capilar. 
 
2.6.1.3. Medición de proteínas plasmáticas totales 
Previa calibración del Refractómetro óptico manual (A300CL) y luego de leer el 
microhematocrito, se quebró el tubo en el sitio de interfase de células y plasma, 
evitando que se mezclaran, se vació el contenido de plasma por la parte superior 
del tubo capilar (la no quebrada) sobre el sitio de lectura del refractómetro y se 
hizo la lectura del valor de proteínas en la columna del lado izquierdo del 
refractómetro, reportando el resultado en g/dl. 
 
2.7. Lectura de láminas para las pruebas parásitológicas 
 
2.7.1. Lectura de láminas:  
 
Se empleó la metodología descrita por Rodríguez, 2000; Rodríguez, 2004 y 
Valkiunas, et al., 2008.  Todas las láminas coloreadas fueron observadas al 
microscopio óptico de luz (Olympus CH30 y Nikon E200), empleando 10x, 40x y 
100x, la lectura se inició a partir del extremo superior izquierdo del frotis hasta el 
extremo inferior izquierdo para continuar desplazándose a lo largo de la lámina en 
ese mismo sentido (superior-inferior continuo).  Un primer recorrido de la lámina 
se verificó en bajo aumento (100x), por 10 minutos para la búsqueda de los 
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microorganismos de mayor tamaño como Microfilarias y Trypanosoma spp. 
Luego cada frotis fue observado en mayor aumento (1000X) bajo aceite de 
inmersión con el fin de buscar parásitos más pequeños intracelulares y 
epicelulares, por un periodo de 20 a 25 minutos, lo cual es equivalente a 200-220 
campos por lámina y empleando los parámetros morfométricos descritos para 
cada parásito (Uilemberg, 1998, Urquhart, 1996).  Se realizó la identificación por 
género y el reporte cualitativo o cuantitativo en 10 campos microscópicos.  En 
caso de no detectarse ningún parásito bajo esta observación se continuó la 
búsqueda por 10 minutos más para precisar el diagnóstico.  
 
2.7.1.1. Establecimiento de Niveles de Parasitemias 
Se establecieron siguiendo la técnica descrita por Schoeman, 2005, para el caso 
del Mycoplasma spp (Haemobartonella spp), consistente en la lectura de los 
frotis tanto de sangre venosa, como capilar de cada gato, como ya se describió, 
usando el objetivo 100x con aceite de inmersión.  Se contó el número de 
eritrocitos parasitados en 10 campos y el porcentaje de parasitemia se calculó 
dividiendo el número de eritrocitos parasitados sobre el total de eritrocitos 
presentes en los 10 campos examinados. 
 
2.8. Clasificación de ectoparásitos 
 
La identificación y clasificación se basó en las claves taxonómicas propuestas por 
Borror et al., 1986; Wall y Shearer, 2001 y Benavides et al., 2010, para esto los 
especímenes fueron observados en un estereomicroscopio (Olympus).  Dichas 
claves son: la forma de la cabeza es elongada (más en las hembras) y poco 
convexa anteriormente, para el caso de Ctenocephalides felis, para el caso de 
Ctenocephalides canis, la cabeza es más corta y convexa.  Las dos especies 
poseen Ctenidio genal y pronotal, siendo conformado el Ctenidio genal por 
aproximadamente 16 dientes de los cuales el primero y el segundo son 
aproximadamente de la misma longitud en el caso de Ctenocephalides felis, 
mientras que en la Ctenocephalides canis el primero es más corto alcanzando 
solo  la mitad de la longitud del segundo.  La distribución de las cerdas de la tibia 
posterior, en el tercer par de patas, permite confirmar la identidad de la 
Ctenocephalides felis felis  ya que el borde posterior posee seis orificios o 
muescas o escotaduras, conteniendo cerdas y entre las cerdas largas 
postmediales y apicales existe una espina corta subapical.  En el caso de 
Ctenocephalides canis las escotaduras son más numerosas. 
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2.9.  Realización de pruebas de PCR 
 
2.9.1. Extracción de ADN de las muestras de sangre en papel de 
filtro 
 
Se procedió según la técnica descrita por el National Forensic Science 
Technology Center, el cual consiste en: 
- Colocar 3 mm de la muestra en un tubo de microcentrífuga de 1,5 ml 
- Adicionar 1 ml de agua desionizada esteril 
- Incubar a temperatura ambiente por una hora agitando constantemente  
- Centrifugar a 13000 g durante 3 minutos 
- Remover el sobrenadante y descartarlo 
- Dejar el substrato en el tubo, aproximadamente 20 a 30 µl 
- Añadir 200 μl de ChelexR 5%  
- Mezclar a alta velocidad en vortex 30 segundos 
- Incubar la anterior mezcla a 57°C por una hora 
- Mezclar a alta velocidad en vortex por 30 segundos 
- Centrifugar a 13.000 durante 3 minutos  
- Colocar el sobrenadante en un tubo plástico de 500 μl (aproximadamente 80 μl) 
- Almacenar el extracto de ADN a - 20°C hasta su uso. 
 
2.9.2. Amplificación del ADN 
2.9.2.1. Amplificación del DNA para Mycoplasma haemofelis y 
“Candidatus” Mycoplasma haemominutum basado en el gen 16S rRNA 
Los primers utilizados en la PCR se basaron en la secuencia parcial del gen 16S 
rRNA: 1183F (5’-GCATAATGTGTCGCAATC-3’) y 129OR 
(5’GTTTCAACTAGTACTTTCTCCC-3’), la técnica de PCR fue realizada conforme 
a la técnica descrita por Foley et al., 1998. 
La reacción de amplificación se llevó a cabo con un volumen total de 25μl, el cual 
contenía una mezcla de 5 μl de muestra de ADN, 0,2mM de cada 
desoxinucleótido (dATP,dCTP,dGTP y dTTP) (InvitrogenR), 0,4 mM de cada 
primer, 2,5mM de cloruro de magnesio, 1,25 U de Taq ADN polimerasa 
(InvitrogenR), Buffer para PCR (PCR tampón 10X-100nm Tris-HCl, pH 9,0, 
500mM KCl) y agua ultrapura estéril (InvitrofenR) q.s.p. 25μl. 
 
La secuencia térmica y el tiempo de amplificación fue: 
- Desnaturalización inicial a 94°C durante 4 minutos 
- 35 ciclos de desnaturalización compuestos de 
o Desnaturalización a 94°C durante 30 segundos 
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o Hibridización a 53°C por 60 segundos 
o Extensión a 72°C por 45 segundos 
o Extensión final a 72°C por 5 minutos 
 
El control positivo se obtuvo a partir de un gato parásitologicamente positivo con 
sintomatología clínica compatible con anemia infecciosa felina. 
El control negativo fue un gato clínicamente sano y evaluado parásitológicamente 
durante un periodo de un mes. 
   
2.9.3. Electroforesis de DNA en Gel de Poliacrilamida al 1% 
 
Los productos amplificados fueron sometidos a electroforesis en gel vertical de 
poliacrilamida al 1% teñido con nitrato de plata, según la técnica descrita por 
Posso & Ghneim, 2009 (Anexo 3).  La electroforesis se realizó a 90V/50mA 
durante 90 minutos, para la determinación de los productos amplificación se 
utilizó un marcador de peso molecular de 100pb (100 pb de ADN Ladder 
InvitrogenR). 
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3. Procesamiento y Análisis de la Información 
 
La información fue compilada en una base de datos en el programa Microsoft 
Excel 12.0 (Microsoft Office 2007), para luego ser procesada mediante el paquete 
estadístico SPSS 17 (SPSS Inc, 2009). Se realizó estadística descriptiva 
indicándose los mínimos, máximos, medias, desviaciones típicas, porcentajes y 
se estableció la asociación entre las diferentes variables y los casos positivos y/o 
negativos en cada ciudad.  Los análisis epidemiológicos se realizaron empleando 
el programa Win EpisCope 2.0 (Universidad de Zaragoza, 2000) donde mediante 
tablas de frecuencia y de contingencia se calcularon los índices Kappa para 
establecer la concordancia de las prueba empleadas. 
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4. Resultados 
4.1. Área de Estudio 
 
Se estudiaron los gatos domésticos (Felis catus ) de los centros de zoonosis 
de las ciudades de Bogotá y Cali, los cuales difieren en espacios físicos y 
dotación. Para el caso de Bogotá, el Centro de Tenencia y Adopción de 
Caninos y Felinos de Bogotá, se encuentra ubicado en el barrio El Muelle, de 
la localidad de Engativa, estratos 1 y 2.  Cuenta con capacidad para 600 
animales callejeros, entre caninos y felinos, los cuales son capturados en las 
redadas programadas por el centro, y realizadas en las diferentes localidades 
de  la ciudad; también se reciben animales bajo la figura  de donación, por sus 
propietarios, quienes argumentan la vejez del animal o la incapacidad para 
continuar con su tenencia. Dentro de la orientación del centro se encuentra el 
apoyo a Universidades en el desarrollo de trabajos de investigación derivados 
de muestreos realizados en sus instalaciones y el seguimiento de entidades 
zoonóticas. 
 
Para el caso de Cali las instalaciones son pequeñas y con restricciones 
presupuestales, que impiden la ejecución de los programas de prevención, 
control de entidades zoonóticas, programas de esterilización y programas de 
adopción, como se tienen planteadas dentro de los objetivos del centro. 
 
4.2. Población Felina 
 
La muestra de felinos domésticos para el presente estudio fue de 420 animales 
en total, correspondientes a 354 gatos (84,3%)  en Bogotá y para el caso de Cali 
66 gatos  (15,7%) . 
 
4.3. Reseña y examen clínico 
 
Los resultados asociados a reseña y exámen clínico se encuentran en la Tabla 2.  
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4.3.1. Raza 
 
El 97,4% de la población de gatos para ambas ciudades eran criollos o mestizos, 
con 343 animales en Bogotá (81,7%) y 66 (15,7%) de la ciudad de Cali.  El 2,6%  
restante se vio representado únicamente en la ciudad de Bogotá por 10 gatos 
Siameses (2,4%) y uno Persa (0,2%), ver Tabla 2. 
 
4.3.2. Sexo 
 
Respecto de la distribución por sexo, 273 animales (65%) eran hembras y 147 
animales (35%)  correspondió a los machos, en la ciudad de Bogotá se reunieron 
237 (56,4%) hembras y 117 (27,9%) machos, mientras que en la ciudad de Cali 
36 animales (8,6%) eran hembras y 30 (7,1%) machos, ver Tabla 2. 
 
Tabla 2.  Resultados  de la reseña. 
N° de 
Animales %
N° de 
Animales %
N° de 
Animales %
Poblacion Felina
420 100 354 84,3 66 15,7
Criolla 409 97,4 343 96,9 66 100,0
Siames 10 2,4 10 2,8 0,0
Persa 1 0,2 1 0,3 0,0
Hembra 273 65,0 237 66,9 36 54,5
Macho 147 35,0 117 33,1 30 45,5
0-6 meses 158 37,6 147 41,5 11 16,7
6-12 meses 100 23,8 86 24,3 14 21,2
1-3 años 127 30,2 103 29,1 24 36,4
3-5 años 25 6,0 14 4,0 11 16,7
>5 años 10 2,4 4 1,1 6 9,1
400 gr - <1,5 kg 211 50,2 197 55,6 14 21,2
1,5 kg - 2,5 kg 125 29,8 108 30,5 17 25,8
2,5 kg - < 3,0 kg 55 13,1 42 11,9 13 19,7
>= 3,0 kg 29 6,9 7 2,0 22 33,3
Taby pardo 61 14,5 56 15,8 5 7,6
Taby amarillo 32 7,6 28 7,9 4 6,1
Combinado blanco 19 4,5 14 4,0 5 7,6
Negro 132 31,4 120 33,9 12 18,2
Blanco x negro 83 19,8 57 16,1 26 39,4
Gris 40 9,5 34 9,6 6 9,1
Calicó 43 10,2 35 9,9 8 12,1
Siames 10 2,4 10 2,8 0,0
En General Bogota CaliParametro
Raza
Sexo
Edad
Peso
Color
 
71 
Capítulo  71
 
 
4.3.3. Edad 
 
Para el caso de las edades, estas se distribuyeron entre los cuatro meses y los 
ocho años, representados en una media de 17,21 meses (1,4 años) con una 
desviación standar de 16,96.  El grupo etáreo que se vió mejor representado en el 
muestreo, está por debajo de los dos años y medio de edad.  La población 
general se ubicó en un alto porcentaje en animales menores de un año con 258 
animales (61,4%),de manera similar se comportó la población en la ciudad de 
Bogotá con 233 animales (65,8%).  En la ciudad de Cali la población tuvo una 
distribución diferente con 14 casos (21,2%) en el rango de edad de 6 a 12 meses, 
mientras que el grupo mayoritario se ubicó con 24 animales (36,4%) entre uno y 
tres años, ver Tabla 2. 
 
4.3.4. Peso 
 
El peso de los animales varió entre un mínimo de 400 gramos, en los animales 
más jóvenes, hasta el de un adulto obeso que pesó siete kilogramos, pero la 
media se ubicó en 1,54 kilogramos y con una desviación de 1,09.  La mayoria de 
los gatos se ubicó en el rango de peso de 400 gramos a un kilo de peso, con 211 
animales (50,2%), posiblemente relacionado directamente con el comportamiento 
de la muestra por edades.  Para el caso de la ciudad de Cali, 22 animales 
(33,3%) se ubicaron en un rango de animales mayores de 3 Kilogramos y 17 
animales (25,8%) se ubicaron en el rango de 1,5 Kg a 2 Kg.  Igualmente 
relacionado con la distribución etaria de la muestra en esta ciudad, ver Tabla 2. 
 
4.3.5. Color 
 
Las capas de los animales, se agruparon en ocho grandes grupos en los cuales la 
mayor parte de la muestra general y para Bogotá, se relacionó con el pelaje 
negro, alcanzando en la generalidad 132 animales (31,4%) de los cuales 120 
animales (33,9%) fueron de la ciudad de Bogotá y 12 animales (18,2%) tenían 
esta capa en Cali.  El grupo mayoritario en Cali, se vio representado en la 
combinación blanco por negro con 26 casos (39,4%).  El resto de las capas Taby 
pardo, Taby amarillo, Combinado con blanco, Gris, Calico y Siamés, se 
distribuyeron minoritariamente. Ver Tabla 2.  
 
4.4.  Examen clínico 
 
Al revisar cada uno de los gatos para el muestro, se tomaron las mediciones de 
las constantes fisiológicas básicas, como se relaciona a continuación, ver Tabla 3. 
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4.4.1. Temperatura  
 
Los gatos presentaron rangos de temperatura entre los 34°C y los 40°C, con una 
media de 36,8 °C y una desviación de 1,39 , que en su mayoría no indicaban 
procesos febriles (mayores de 39°C), generalmente asociados con parasitemias 
altas o estados infecciosos concomitantes.  Los valores normales para este 
parámetro fisiológico se registran entre 38,5°C y 39°C como los de referencia, 
aunque es claro que las variaciones de temperatura tienen mucho que ver con la 
hora del día en que son registradas, la actividad física del animal y la 
manipulación previa (Rijnberk, 2009).  De la totalidad de la población 296 
(70,05%) de los animales tenián una temperatura normal y 123 (29,3%) se 
encontraban hipotérmicos.  La mayoría de los animales en las dos ciudades 
presentaron temperaturas normales así: en Bogotá 233 (65,8%) normales y 121 
(34,2%) hipotérmicos, mientras que para la ciudad de Cali, 63 animales (95,5%) 
registraron normalidad, ver Tabla 3. 
 
4.4.2. Frecuencia Respiratoria 
 
Los valores de la frecuencia respiratoria se mostraron en un rango que va desde 
un mínimo normal de 12 respiraciones por minuto (rpm) hasta un máximo de 
80rpm, con una media ubicada en 39 rpm y con una desviación de 12, rangos 
ubicados dentro de parámetros fisiológicos normales.  Los valores normales 
oscilan entre 20 y 40 respiraciones por minuto (Rijnberk, 2009), ver Tabla 3. 
 
Las frecuencias respiratorias, en general, se agruparon en 244 (58,1%) animales 
con valores normales y 169 animales (40,2%) taquipnéicos.  Bogotá y Cali 
presentaron comportamientos inversos, ya que en Bogotá se registraron 225 
animales (63,5%) normales y 122 (34,2%) taquipnéicos.  Cali presentó 19 (28.8%) 
animales normales,  47 casos (72,1%) taquipnéicos.  
  
4.4.3. Frecuencia Cardiaca 
 
Para el caso de la frecuencia cardiaca esta se registró con un valor mínimo de 40 
pulsaciones por minuto (ppm) y en otros casos se registró como de 400 ppm para 
indicar que no era posible su medición, la media se ubicó por lo tanto en 159 ppm 
con una desviación de 64, teniendo como valores de referencia independientes 
de la edad, valores entre 120 y 180 pulsaciones por minuto (Rijnberk, 2009).  Las 
frecuencias cardiacas se distribuyeron dentro de los tres estados de clasificación 
de la siguiente forma: en la generalidad de los casos,  102 casos (24,3%) fueron 
bradicárdicos, 169 casos (40,2%) normocárdicos y 149 casos (35,5%) 
taquicárdicos. En la ciudad de Bogotá, la mayoría de los casos fueron 
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taquicárdicos 144 (40,7%), seguidos de los normocárdicos 133 (37,6%) y por 
último los casos bradicárdicos 77 (21,8%). 
 
En la ciudad de Cali, los datos se concentraron en los normocárdicos 36 (54,5%), 
seguidos de los bradicárdicos 25 (37,9%) y en menor proporción los taquicárdicos 
con 5 casos (7,6%). 
 
4.4.4. Coloración de las Mucosas 
 
Las mucosas a evaluar fueron la ocular, la oral y en el caso de las hembras la 
vulvar. 
 
4.4.4.1. Mucosa ocular   
El comportamiento general de la muestra para el caso de la mucosa ocular fue de 
213 casos (50%) con normalidad (rosadas),  134 casos(31,9%) blancas y 63 
casos (15%) pálidas.  En la ciudad de Bogotá el comportamiento fue muy 
parecido con 175 casos (49,4%) rosadas, 133 casos (37,6%) blancas y 36 casos 
(10,2%) pálidas, el resto de los porcentajes reunían coloraciones diferentes y no 
alcanzaron valores relevantes.  La ciudad de Cali mostró un comportamiento 
similar respecto de las mucosas rosadas 38 casos (57,6%) y 27 casos (40,9%) se 
registraron como pálidas y solo un caso (1,5%) era de coloracón blanca, ver 
Tabla 3. 
 
4.4.4.2. Mucosa oral 
La mucosa oral se comportó de manera similar a las anteriormente descritas, así: 
de manera general 223 casos (53,1%) rosadas, seguidas de 124 (29,5%) blancas 
y 63 (15%) pálidas; paralelamente en Bogotá, 187 casos (52,8%) rosadas, 124 
(35%) blancas y 33 (7,9%) pálidas. Cali solo reunió datos entre rosadas y pálidas, 
así: 36 casos (54,5%) rosadas y 30 casos (45,5%) pálidas, ver Tabla 3.  
 
4.4.4.3. Mucosa vulvar 
Las mucosas vulvares se comportaron de igual manera en la población 
correspondiente, así: la generalidad mostró 161 casos (58,9%) rosadas, 76 
(27,8%) blancas, 36 (13,18%) pálidas.  Bogotá reunió 142 casos (59,9%) rosadas, 
76 (32,06%) blancas y 19 (8,01%) pálidas.  En la ciudad de Cali la distribución fue 
más homogénea, dentro de las dos coloraciones más frecuentes allí: 19 (52,7%) 
de color rosado y 17 (47,22%) pálidas, ver Tabla 3. 
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4.4.5 Presencia de ectoparásitos. 
Se evidenciaron ectoparásitos en 137 casos (32,6%) de la población general, de 
los cuales 136 casos (99,3%) se registraron en la ciudad de Bogotá y solo un 
caso (0,7%) en la ciudad de Cali.  El muestreo se realizó como se indica en la 
metodología, por exámen sistemático del pelaje, evidencia visual y captura 
manual. 
 
 
Tabla 3.  Resultados del examen clínico. 
N° de 
Animales %
N° de 
Animales %
N° de 
Animales %
Poblacion Felina 420 100 354 84,3 66 15,7
Hipotermico <38°C 123 29,3 121 34,2 2 3,0
 >39°C 296 70,5 233 65,8 63 95,5
Fiebre 1 0,2 0,0 1 1,5
Disminuida < 20 rpm 7 1,7 7 2,0 0,0
Normal 20 - 40 rpm 244 58,1 225 63,5 19 28,8
Aumentada > 40 rpm 169 40,2 122 34,5 47 71,2
< 120 ppm 102 24,3 77 21,8 25 37,9
120 - 180 ppm 169 40,2 133 37,6 36 54,5
> 180 ppm 149 35,5 144 40,7 5 7,6
Blanca 124 29,5 124 35,0 0,0
Palida 63 15,0 33 9,3 30 45,5
Rosada 223 53,1 187 52,8 36 54,5
Cianotica 1 0,2 1 0,3 0,0
Negra 9 2,1 9 2,5 0,0
Blanca 134 31,9 133 37,6 1 1,5
Palida 63 15,0 36 10,2 27 40,9
Rosada 213 50,7 175 49,4 38 57,6
Cianotica 2 0,5 2 0,6 0,0
Negra 2 0,5 2 0,6 0,0
Icterica 3 0,7 3 0,8 0,0
Congestionada 3 0,7 3 0,8 0,0
Blanca 76 18,1 76 21,5 0,0
Palida 36 8,6 19 5,4 17 25,8
Rosada 161 38,3 142 40,1 19 28,8
Machos 147 35,0 117 33,1 30 45,5
Presencia 137 32,6 136 38,4 1 1,5
Ausencia 283 67,4 218 61,6 65 98,5
Parametro En General Bogota Cali
Temperatura
Frecuencia 
Respiratoria
Frecuencia 
Cardiaca
Ectoparasitos
Mucosa Oral
Mucosa Ocular
Mucosa Vulvar
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4.5. Toma y recolección de muestras de sangre y 
ectoparásitos 
 
4.5.1. Sangre venosa y capilar 
  
Se tomaron 420 muestras de sangre venosa en tubos de ensayo con EDTA,  de 
estas, 354 (84,28%) correspondieron a Bogotá y 66 (15,71%) a Cali, ver Tabla 4. 
Respecto de la sangre capilar se tomaron dos capilares heparinizados por caso. 
  
4.5.2. Colecta de ectoparásitos 
 
Se capturaron 250 especímenes de ectoparásitos, de los cuales 249 provenian de 
la ciudad de Bogotá (99,6%) y un solo especimen de Cali (0,4%).  Todos los 
especimenes correspondieron a pulgas y no se evidenció otro tipo de 
ectoparásito. 
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Tabla 4.  Inventario de muestras tomadas. 
Parámetro En General Bogotá Cali 
N° de 
Muestras % 
N° de 
Muestras % 
N° de 
Muestras % 
Sangre Venosa 420 100 354 84,3 66 15,7 
Sangre Capilar 840 100 708 84,3 132 15,7 
 
Tabla 5.  Procesamiento de muestras (frotis sanguíneos realizados). 
Parámetro En General Bogotá Cali 
N° de 
Muestras % 
N° de 
Muestras % 
N° de 
Muestras % 
Frotis 
Sanguíneo 
Venoso 840 40 708 40  132 40 
Frotis 
Sanguíneo 
Capilar 840 40 708 40 132 40 
Prueba de Woo 420 20 354 20 66 20 
Total 2100 100 1770 100 330 100 
 
 
Tabla 6.  Inventario de frotis coloreados con Giemsa y Gram. 
Parámetro     General   Bogotá   Cali 
N° de Frotis % N° de Frotis % N° de Frotis % 
Frotis 
Realizados  2100 100 1770 100 330 100 
Tinciones de 
Giemsa 
Giemsa Venoso 420 
1260 60 
354 
1062 60 
66 
198 60 Giemsa Capilar 420 354 66 
Giemsa para 
Woo 420 354 66 
Tinciones de 
Gram 
Gram Venoso 420 840 40 
354 
708 40 
66 
132 40 
Gram Capilar 420 354 66 
 
4.6. Procesamiento de muestras parásitológicas 
 
Se procesaron 2.100 láminas, de las cuales 1.680 correspondian a extendidos de 
sangre tanto venosa como capilar y se generaron 420 láminas para la prueba de 
Woo, su distribución por ciudades y porcentajes se resume en la Tabla 5. 
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4.6.1. Montaje de frotis delgados de sangre 
  
Se realizaron 1.680 frotis de sangre, de los cuales la mitad correspondieron a 
aquellos tomados y extendidos directamente de la sangre venosa y la otra mitad 
de la sangre capilar. Por ciudades correspondió a 1.416 (84,28%) para Bogotá y 
264 (15,71%) para Cali. 
 
4.6.1.1. Coloración de Giemsa 
En general en el estudio se tiñeron con Giemsa 1.260 (100%) láminas, de las 
cuales 420 (33,3%) correspondía a frotis de sangre venosa, 420 (33,3%) a frotis 
de sangre capilar y 420 (33,3) extendidos de la línea de blancos y plasma, 
utilizados en la Prueba de Woo.  Para el caso de la ciudad de Bogotá 1062 (60%) 
frotis fueron teñidos con esta coloración, mientras que en la ciudad de Cali a 198 
(60%) frotis se les aplicó este colorante. 
 
4.6.1.2. Coloración de Gram 
En general en el estudio se tiñeron con Gram 840 (40%) láminas 
correspondientes a 420 frotis de sangre venosa y 420 frotis de sangre capilar.  De 
estos, en la ciudad de Bogotá se tiñeron 708 (40%) frotis sanguíneos y en la 
ciudad de Cali 132 (40%) frotis tuvieron el mismo colorante. 
 
4.6.1.3. Prueba de Woo 
En general en el estudio se procesaron 420 muestras de las que se hicieron los 
extendios correspondientes de la capa de glóbulos blancos y plasma, los cuales 
se tiñeron con Giemsa y se registraron dentro del cálculo de tinciones por este 
colorante, las cuales fueron reportadas en el numeral correspondiente.  En 
Bogotá se realizaron 354 (60%) extendidos y en Cali 66 (40%). 
 
4.7.  Procesamiento de las muestras clínicas 
 
Con las muestras colectadas en los tubos de ensayo con EDTA , se realizaron los 
cuadros hemáticos correspondientes, los cuales fueron 354 (84,28%) en la ciudad 
de Bogotá, mientras que para Cali fueron 66 (15,71%). 
 
4.7.1. Cuadros hemáticos 
 
Cada uno de los parámetros medidos en el cuadro hemático y los cálculos 
derivados a partir de los mismos se resumen en la Tabla 7. 
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4.7.1.1. Hematocrito 
El nivel de hematocrito se analizó desde los rangos que permiten observar si por 
este parámetro, la población presentaba anemia, teniendo en cuenta el valor 
mínimo de 26%, independiente de la edad. La población en estudio se encontraba 
dentro de parámetros normales así: 314 casos (74,8%) normales, seguidos de 
100 casos (23,8%) anémicos y solo 6 casos (1,4%) con hemoconcentración o 
posible deshidratación.  Las dos ciudades fueron reflejo de esta generalidad así: 
Bogotá 259 casos (73,2%) normales, 89 casos (25,1%) anémicos y 6 (1,4%) con 
hemoconcentración.  En la ciudad de Cali se presentaron 55 casos ( 83,3%) 
normales y 11 casos (16,7%) anémicos. 
 
4.7.1.2. Proteínas plasmáticas totales 
Para el caso de las proteínas plasmáticas totales, la mayoría de los animales 
mostraron valores normales así: 258 (61,4%) normoproteinémicos, 137 (32,6%) 
hipoproteinénicos y 25 casos (6,0%) hiperproteinémicos. En la ciudad de Bogotá, 
209 casos (59%) fueron normoprotinémicos, 135 (38,1%) hipoproteinémicos y 
solamente 10 casos (2,8%) son hiperproteinémicos.  En Cali 49 casos (74,2%) 
fueron normoproteinémicos, 15 casos (22,7%) fueron hiperproteinémicos y 2 
casos (3%) hipoproteinémicos. 
 
4.7.1.3. Hemoglobina 
El comportamiento de la hemoglobina se concentró  los valores de normalidad 
así: en terminos generales 388 casos (92,1%) fueron normohemoglobinémicos, 
29 casos (6,9%) hipohemoglobinémicos y 3 casos (0,7%) 
hiperhemoglobinémicos.  En las dos ciudades el registro fue muy similar.  En 
Bogotá 325 casos (91,8%) fueron valores dentro de la normalidad, 27 casos 
(7,6%) hipoproteinémicos y 2 casos (0,6) hiperproteinémicos.  En Cali, 63 casos 
(95,5%) normohemoglobinémicos, 2 casos (3%) con valores por debajo de lo 
normal y 1 caso (1,5%) hiperhemoglobinémicos. 
 
 
4.7.1.4. Recuento de glóbulos rojos 
El recuento de glóbulos rojos está directamente relacionado con el valor de 
hematocrito encontrado por lo tanto en la población general, 351 casos (83,6%) 
muestran un recuento normal, 67 casos (16%) un recuento bajo indicando anemia 
y 2 casos (0,5%) mostraron un recuento aumentado.  En Bogotá 287 casos 
(81,1%) dentro de los valores normales, 65 casos (18,4%) anémicos y 2 casos 
(0,6%) con un recuento aumentado. En la ciudad de Cali 64 casos (97,0%) tenían 
un recuento normal y solo 2 casos (3%) fueron anémicos bajo este parámetro. 
 
4.7.1.5. Recuento de glóbulos blancos (Leucocitos) 
El nivel de leucocitos en términos generales, se concentró en valores normales 
así: 291 casos (69,3%), en Bogotá 238 casos (67,2%) y en la ciudad de Cali 53 
casos (80,3%); seguido de los valores de leucopenia en general 107 casos 
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(25,5%), en Bogotá 102 casos (28,8%), en Cali el segundo porcentaje se 
presentó leucocitosis con 8 casos (12,1%).  El último valor se concentró en la 
leucocitosis para las muestras generales 22 casos (5,2%) y en Bogotá, 14 casos 
(4%) y en el caso de Cali se dio leucopenia con 5 casos (7,6%).  El valor de los 
neutrófilos se comportó de igual manera que los leucocitos. 
  
4.7.1.6. Recuento de neutrófilos 
 
El comportamiento de los neutrófilos para el estudio se centró en los valores 
normales para estas células, registrándose en terminos generales del estudio 289 
(68,8%) , para Bogotá 243 (68,6%) casos y para Cali 46 (69,7) casos.  Los 
valores de Neutropenia se registraron en 71 (16,9%) casos, en Bogotá el número 
de casos fue similar: 70 (19,8%) casos pero en Cali solo un caso presento estos 
niveles.  El resto de los casos presentaban neutrofilia con 60 (14,3%)casos, 
representados en Bogotá con 41 (11,65) casos y en Cali los 19 (28,8%) casos 
restantes. 
 
4.7.1.7. Recuento de linfocitos 
 
La casi totalidad de la muestra registró linfopenia, con 406 (96,7%) casos, de los 
cuales en Bogotá hubo 353 (99,71%) y en Cali 66 (100%) , los demás porcentajes 
registraron únicamente normalidad. 
 
4.7.1.8. Recuento de monocitos 
 
Estas células se agruparon dentro del valor normal para la generalidad del 
estudio, con 406 (96,7%) de los cuales en Bogotá hubo 344 (97,2%) casos y en 
Cali 62 (93,9%). 
 
4.7.1.9. Recuento de eosinófilos 
Aquí nuevamente los resutados se agruparon en su mayoría dentro de los valores 
normales así; en terminos generales para el estudio 349 (96,7) casos, en Bogotá 
344 (97,2%) casos y en Cali 62 (93,9) casos. 
 
4.7.1.10. Recuento de basófilos y bandas 
No se registró ninguna de estas dos células en el estudio. 
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Tabla 7.  Resumen de  resultados del cuadro hemático. 
N° de Muestras % N° de Muestras % N° de Muestras %
Anemia < 26% 100 23.8 89 25.1 11 16.7
Normal 26‐45% 314 75 259 73.2 55 83.3
Hemoconcentración 
>45% 6 1.4 6 1.7 0 0
Hipoproteinémia <5.5 137 32.6 135 38.1 2 3.0
Normoproteinemia 5.5‐
7.9 258 61.4 209 59 49 74.2
Hipertroteinemia >7.9 25 6.0 10 2.8 15 22.7
Hipohemoglobinemia  
<8 29 6.9 27 7.6 2 3.0
Normohemoglobinemia  
8 ‐ 15 388 92.4 325 91.8 63 95.5
Hiperhemoglobinemia  
>15 3 0.7 2 0.6 1 1.5
Anemia <5.8 67 16.0 65 18.4 2 3.0
Normal 5.8‐10.7 351 83.6 287 81.1 64 97
Aumentado >10.7 2 0.5 2 0.6 0 0
Normal 230 54.8 197 55.6 33 50
Anemia 190 45.2 157 44.4 33 50
Normal 260 61.9 228 64.4 32 48.5
Anemia 160 38.1 126 35.2 34 51.5
Sin respuesta 146 34.8 130 36.7 16 24.2
Ligera respuesta 160 38.1 129 36.4 31 47
Buena respuesta 114 27.1 95 26.8 19 28.8
AMH 80 100 63 78.8 17 21.3
Amh 19 100 19 100 0 0
Leucopenia 107 25.5 102 28.8 5 7.6
Normopenia 291 69.3 238 67.2 53 80.3
Leucocitosis 22 5.2 14 4.0 8 12.1
Linfopenia  <5500 419 99.76 353 99.71 66 100
Normopenia 5500‐
15400 1 0.23 1 0.28 0 0
Linfocitosis >15400 0 0 0 0 0 0
Neutropénico <2500 71 16.9 70 19.8 0 0
Normal 2500 ‐ 1200 289 68.8 243 68.6 0 0
Neutrifílico >1200 60 14.3 41 11.6 0 0
Normal 0 ‐ 850 406 96.7 344 97.2 62 93.9
Monocitosis >850 14 3.3 10 2.8 4 6.1
Normal 0 ‐500 349 96.7 311 87.9 38 57.6
Eosinofilia  >500 71 3.3 43 12.1 28 42.4
Basófilos Raros 0 0 0 0 0 0
Bandas Normal 0 ‐ 300 0 0 0 0 0 0
Neutrófilos
Monocitos
Eosinófilos
Parametro
Recuento GR
VCM
CCMHG
Respuesta 
por % de 
Reticulocitos
Recuento GB
Linfocitos
En General Bogota Cali
Hematocrito
PPT
Hemoglobina
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4.7.1.11. Volumen corpuscular medio 
El valor de volumen corpuscular medio, está muy relacionado con el nivel de 
hematocrito y el recuento de glóbulos rojos, indicando que de la población general 
190 casos (45,2%) presentaban anemia bajo ese parámetro y se evidenció que 
en la ciudad de Bogotá 157 casos (44,4%) la presentaban y en Cali 33 casos 
(50%), también la manifestaban. 
 
4.7.1.12. Concentración de hemoglobina corpuscular media 
Estrechamente relacionado se encuentra el valor de la concentración media de 
hemoglobina corpuscular, la cual junto con el anterior valor serán utilizadas dentro 
del análisis de resultados, para clasificar los estados anemicos en aquellos de 
tipo regenerativo y los no regenerativos.  De la población general 160 casos 
(38,1%) manifestaban anemia, con valores similares para Bogotá con 126 casos 
(35,6%) y mucho más altos para la ciudad de Cali con 34 casos (51,6%). 
 
4.7.1.13. Anemia macrocítica hipocrómica 
Al relacionar los datos obtenidos de los índices eritrocíticos denominados 
volumen corpuscular medio y concentración media de hemoglobina corpuscular, 
se pudo determinar que en la muestra general 80 casos (19%) tenían anemia 
macrocítica hipocrómica es decir de carácter regenerativo. En la ciudad de 
Bogotá 63 casos (17,5%) tenían la misma característica, mientras que en la 
Ciudad de Cali, el porcentaje fue mayor con 17 casos ( 25,8%) 
 
4.7.1.14. Anemia microcítica hipocrómica 
Para el caso de la anemia de tipo no regenerativo, esta solo se registró en bogotá 
con 19 casos ( 4,5%) de la población total. 
 
4.8.  Lectura de láminas para las pruebas 
parásitológicas 
 
Se encontraron estructuras compatibles con Mycoplasma spp las cuales fueron 
identificadas mediante las coloraciones de Giemsa y Gram. El número de casos 
evidenciados se encuentran registrados en Tabla 8. 
Se encontraron 154 gatos con estructuras compatibles con Mycoplasma spp, en 
por lo menos una de las cuatro láminas evaluadas , los cuales corresponden a 
una frecuencia de presentación del 36,6%, de estos casos en Bogotá se 
registraron 129 casos (83,8%) y en Cali 25 (16,2%). Los casos negativos fueron 
266 (63,4%).  
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4.9. Establecimiento de niveles de parasitemia 
 
Se establecieron cuatro niveles de parasitemia de la siguiente manera: nivel 1 las 
láminas que registraron menos de 25 estructuras compatibles con Mycoplasma 
spp.en 10 campos microscópicos; nivel 2 entre 25 y 55 estructuras compatibles 
con Mycoplasma spp.; nivel 3 entre 56 y 85 estructuras compatibles con 
Mycoplasma spp.; y el nivel 4 mayor de 85 estructuras compatibles con 
Mycoplasma spp.  La distribución de los niveles de parasitemia se registran en la 
Tabla 9. La mayor cantidad de estructuras compatibles con Mycoplasma 
spp.fueron detectadas en frotis de sangre venosa coloreados con Giemsa (141 
casos), seguidos por los frotis de sangre capilar coloreados con Giemsa (137 
casos), frotis de sangre capilar coloreados con Gram (74 casos) y finalmente los 
frotis de sangre venosa coloreados por Gram (57 casos).  
 
 
Tabla 8.  Lectura de las láminas parásitológicas. 
 
Hemoparasito
N° de Muestras % N° de Muestras % N° de Muestras %
Giemsa Venoso 141 33.6 125 35.3 16 24.2
Giemsa Capilar 13 32.6 121 34.2 16 24.2
Gram Venoso 57 13.6 47 13.3 10 15.2
Gram Capilar 74 17.6 64 18.1 10 15.2
Woo 0 0 0 0 0 0
Babesia 0 0 0 0 0 0
Cytauxzoon 0 0 0 0 0 0
Dirofilariasis 0 0 0 0 0 0
Hepatozoon 0 0 0 0 0 0
Leishmania 0 0 0 0 0 0
Trypanosoma 0 0 0 0 0 0
Bogota Cali
Micoplasma
En General
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Tabla 9.  Niveles de parasitemia por coloraciones. 
Coloracion Nivel de Parasitemia
N° de 
Muestras % N° de Muestras % N° de Muestras %
< 25 parasitos 90 58,4 80 62,0 10 40,0
25 ‐ 55 parasitos 43 27,9 37 28,7 6 24,0
56 ‐ 85 parasitos 6 3,9 6 4,8
> 85 parasitos 2 1,4 2 1,6
< 25 parasitos 84 54,5 74 57,3 10 40,0
25 ‐ 55 parasitos 48 31,2 42 32,6 6 24,0
56 ‐ 85 parasitos 3 1,9 3 2,3
> 85 parasitos 2 1,3 2 1,6
< 25 parasitos 56 36.3 47 36.4 9 36,0
25 ‐ 55 parasitos 1 5.84 1 4.0
56 ‐ 85 parasitos
> 85 parasitos
< 25 parasitos 73 47.4 64 49.6 9 36.0
25 ‐ 55 parasitos 1 0.6 1 0.6
56 ‐ 85 parasitos
> 85 parasitos
Giemsa 
Capilar
Gram Venoso
Gram Capilar
En General Bogota Cali
Giemsa 
Venoso
 
 
Tabla 10.  Presentación discriminada de ectoparásitos. 
Parámetro En General Bogotá Cali 
N° de Animales % 
N° de 
Animales % 
N° de 
Animales % 
Población Felina 420 100 354 84,3 66 15,7 
Ctenocephalides 
felis 
Presencia 137 32.6 136 99,3 1 0,1 
Ausencia 283 67,4 218 61,6 65 98,5 
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4.10. Clasificación de ectoparásitos 
 
Mediante el uso de claves taxonómicas se determinó que los 250 especímenes 
recolectados correspondían a Ctenocephalides felis felis , ver figura 22. 
     
 
        
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
1 2 
3 
5 6 
4
Figura 21.  Caracterización de Ctenocephalides felis felis 1.  Cabeza ausada, más
larga que alta, en promedio 2,5 mm.  2.  Presencia de Peine Genal y Peine Pronotal  3.
Detalle de la longitud de los dos primeros dientes del Peine Genal (igual longitud)  4.
Detalle de las seis escotaduras de la cara posterior de la Tibia del tercer par de patas  5.
Hembra de Ctenocephalides felis felis   6.  Macho de Ctenocephalides felis felis 
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4.11. Resultados prueba de Reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR) 
 
De las 420 muestras procesadas para PCR, 293 muestras fueron positivas 
(69,8%) y 13 negativas (3,1%); los resultados obtenidos para cada ciudad fueron 
similares al comportamiento de la población general con 11 muestras negativas 
para la ciudad de Bogotá y 2 para la ciudad de Cali. Del total de positivos 
encontrados el 84,6% fueron de la ciudad de Bogotá y el 15,4% restante de la 
ciudad de Cali. De los 13 resultados negativos por PCR, 3 correspondieron a 
muestras con frotis con estructuras compatibles con Mycoplasma spp.  
El comportamiento de los resultados respecto de las diferentes variables del 
examen clínico, resultados del cuadro hemático y pruebas parásitológicas fue 
muy similar a los resultados obtenidos con los frotis, es decir no se dio una 
asociación estadísticamente significativa entre los casos positivos y las diferentes 
variables analizadas, inclusive la asociación significativa que se dio entre los 
casos compatibles por frotis sanguíneo y la coloración blanca o pálida de las 
membranas mucosas oral y ocular en este caso no fue significativa con la PCR 
(p=0,36), sin embargo, si lo fue  para los rangos de peso correspondiente a los 
animales entre 400 gr y 1,5 Kg. (p=0,041).  Es así como para el caso de la ciudad 
de Bogotá, se registraron 144 casos (92,9%) de los positivos para ese rango de 
edad) y en la ciudad de Cali 11 casos (7,1%).  
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Figura 22. Gel de poliacrilamida mostrando los amplificados obtenidos con los 
primers 1183F y 1290R, basados en el gen 16S rRNA, para el diagnóstico de 
Mycoplasma haemofelis  y “Candidatus” Mycoplasma haemominutum  en 
las que se evidencian las bandas correspondientes a la extracción de ADN de 
muestras de sangre en papel de filtro.   
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5. Análisis de resultados 
El dato más relavente dentro del estudio, fue el hallazgo por la prueba 
parásitológica de extendidos sanguíneos teñidos con las coloraciones de Giemsa 
y Gram, con su posterior confirmación mediante la prueba molecular de PCR de  
Mycoplasma spp, parásito bacterial de reconocimiento mundial, considerado la 
mayor causa de anemia hemolítica en gatos (Sikes, 2010; Tasker, 2010; Suliman, 
2009; Lobetti, R.2007, Tasker, 2006; Tasker & Lappin, 2002). Diferentes estudios 
reportan prevalencias muy variadas a través de métodos diagnosticos que 
incluyen la lectura de extendidos sanguíneos teñidos con colorantes de Wright, 
hasta técnicas moleculares como PCR e Hibridizaciones, para dichos reportes se 
incluyen los tres hemoplasmas que hasta hoy se conocen afectan al gato: 
Mycoplasma haemofelis, “Candidatus” Mycoplasma haemominutum y 
“Candidatus” Mycoplasma turicensis (Barrs, 2010; Tasker, 2010; Tasker et al., 
2009; Tasker et al., 2003; Willi et al., 2011).  Según Tasker (2010), se vincula 
dentro de los hallazgos hematológicos en gatos, la presencia de otra variedad 
que afecta a los mismos, pero que se parece mucho a Mycoplasma 
haematoparvum, el cual afecta a los caninos.  Las prevalencias establecidas por 
diferentes métodos diagnósticos varían, para el caso del “Candidatus” 
Mycoplasma haemominutum aparecen entre 10 y 32,1%, en el caso del 
Mycoplasma haemominutum entre 0,4 y 46,6%, para el “Candidatus” 
Mycoplasma turicensis entre 0,4 y 26% y para  “Candidatus” Mycoplasma 
haematoparvum- like, del 0,07% (Roura et al., 2010; Willi et al., 2010 y 2006; 
Gentilini et al., 2009, Laberke et al., 2007; Reynolds & Lappin, 2007; Dean et al., 
2007; Kewish et al., 2004). 
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5.1. Área de estudio 
 
Las dos ciudades de estudio, Bogotá y Cali presentaron diferencias que van 
desde su área, altitud, clima, instalaciones y capacidad de centros de zoonosis y 
a lo largo del desarrollo de trabajo se evidenció, como previamente se esperaba, 
un comportamiento diferente respecto de los resultados generales y de los 
encontrados para la ciudad de Bogotá, en la mayoría de las variables descritas e 
interrelacionadas.  
 
5.2. Población felina 
 
Los felinos estudiados, provenientes de los centros de zoonosis de las ciudades 
de Bogotá y Cali, son resultado de la recolección de animales callejeros,  las 
cuales son programadas previa y periódicamente por los diferentes sectores 
urbanos de las ciudades.  Estos animales, se encuentran expuestos a la 
adquisición de vectores (pulgas) y a otros factores de riesgo como las peleas 
callejeras (rasguños y/o mordeduras con intercambio de sangre e incluso de 
saliva)(Tasker, 2010; Lobetti, 2007). 
Figura 23.  Eritrocitos infectados con Mycoplasma spp.  En la imagen de la
derecha coloración de Gram y en la de la izquierda coloración de Giemsa. 
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La muestra calculada fue amplia y permitió hacer inferencias  para la generalidad 
del estudio y por ciudades, a pesar de la diferencia muestral para cada ciudad. 
 
5.3. Reseña y examen clínico 
 
5.3.1. Raza 
 
La distribución por razas de los gatos afectados por este hemoparásito, se 
concentró como era de esperarse, en los animales criollos ya que fueron la 
mayoría de los muestreados en ambas ciudades y como se ha descrito en la 
literatura esta condición no es relevante para la presentación de la entidad pero 
coincide con el mismo hallazgo en Alemania, en donde se estableció que un 
factor de riesgo asociado a la presentación de la enfermedad era el ser un gato 
doméstico sin raza establecida y de pelo corto (Laberke et al,  2010, Tasker et al.,  
2010). 
 
5.3.2. Sexo 
 
Las hembras agruparon el 65% de los casos y el 35% restante fueron los 
machos, y dentro de los hallazgos positivos, la proporción siguió siendo 2:1 en la 
generalidad y para la ciudad de Bogotá, 69% fueron hembras y el 31% machos. 
Cali nuevamente se sale del comportamiento general y aunque la población de 
hembras es mayor solo alcanza el 52% y los machos un 48% es decir casi 1:1. 
El anterior comportamiento va en contra de lo propuesto por Tasker (2010) que 
concluye estadíticamente que tienen más riesgo de presentación de la 
enfermedad, los machos viejos y criollos, pero igualmente asociado a otro factor 
de riesgo que es el manejo de gatos que pueden salir de sus casas y estar en 
contacto con otros animales callejeros con los cuales se susciten peleas 
(rasguños y mordeduras). 
  
5.3.3. Edad 
 
De acuerdo con los rangos de edad, la proporción de casos positivos en gatitos 
fue de 2:1 respecto de los adultos, es decir aquellos animales mayores de un año, 
es así como para Bogotá 89 casos fueron gatitos y 40 casos eran gatos adultos. 
En la ciudad de Cali la proporción fue a la inversa 1:2 ya que 9 casos fueron 
gatitos y los 16 restantes fueron adultos, lo cual es igualmente el reflejo del 
comportamiento general que por edades se presentó en el estudio, en el cual la 
población de gatitos para Bogotá fue mucho mayor que de adultos, mientras que 
en Cali se presentó a la inversa.  La presentación de la enfermedad, de forma 
natural hace referencia a que son los machos más jóvenes los más susceptibles a 
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la presentación de signos clínicos, es decir a la forma aguda (Sikes, 2010;Tasker, 
2010; Suliman, 2009; Tasker et al., 2006; Messik, 2004), pero que se recuperan y 
se convierten en portadores crónicos asintomáticos.  Para el caso de este estudio 
no se encontró una asociación relevante entre los animales positivos y sus 
edades (p=0,2), al igual que lo reportado por Roura et al. (2010), sin embargo, si 
encontraron  asociación estadísticamente significativa a otros factores de riesgo 
como el sexo macho, el tener acceso al exterior de la vivienda y a la co-
morbilidad con el virus de Inmunodeficienia Felina.  
 
5.3.4. Peso 
 
La distribución de casos positivos respecto de los rangos de peso de los animales 
muestreados parece estar directamente relacionada con los rangos de edad de 
los animales en razón a que el 69% de los casos parásitológicos considerados 
positivos correspondían a gatitos, es decir menores de un año de edad y los 
cuales tienen rangos de peso que alcanzan hasta los 2 Kg.  Es así como para el 
caso de la ciudad de Bogotá la mayoría de los casos parásitológicamente 
positivos se encontraron en el rango de peso entre 400 gramos (0,4 – 1 Kg) en el 
cual se agruparon 70 casos los cuales representan el 54,3% de los casos 
parásitológicamente positivos para la ciudad y el segundo gran grupo se localizó 
en el siguiente rango entre 1,5 – 2 Kg (35,7%). 
 
Para el caso de la ciudad de Cali, en los 25 casos que se presentaron como 
positivos, la distribución de estos fue más homogénea, entre los rangos de peso 
establecidos y el de edades, es decir entre gatitos y adultos de una forma 
proporcional, en esta ciudad el estudio encontró que un 64% de la población eran 
adultos y del mismo modo la mayor cantidad de casos 14, se encontaron dentro 
de los rangos correspondientes a gatos adultos, y por lo tanto por encima de los 2 
Kg. 
 
La condición corporal es una medida más relacionada con el estado de salud o 
enfermedad de un animal, pero en este caso no se estableció en el exámen 
general de los animales, la condición general que se asocia con la entidad clinica 
es la pérdida de peso o condición corporal,en las fases agudas de la enfermedad 
y en ocasiones como único hallazgo en los portadores crónicos como lo 
referencian Tasker, (2006) y Messick, (2004), pero este parámetro no se puede 
establecer en los animales de los centros de zoonosis, ya que no se establece 
ningún dato al respecto en el momento de su ingreso y se desconoce la 
condición, anterior a la captura. 
 
5.3.5. Color 
 
Respecto de los colores de las capas de los animales positivos estos parecieron 
relacionarse más con los pelajes negros para el caso de la ciudad de Bogotá, 
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alcanzando un 34,1% de los casos parásitológicamente positivos para la ciudad, 
las otras capas de pelaje fueron los pardos, los blanco por negro, los grises y las 
calico.  En la ciudad de Cali el 48% de casos parásitológicamente positivos se 
vieron relacionados con el pelaje blanco por negro y el resto de los casos, con 
muy pocos casos fueron de otros colores, este hallazgo es meramente 
descriptivo, ya que no se encontraron aún reportes que correlacionen el 
hemoparasitismo con el fenotipo de los animales. 
 
5.4. Examen Clínico 
 
Este examen contempló la evaluación tanto cuantitava de los parámetros 
fisiológicos básicos, como cualitativa de la coloración de las mucosas. 
 
5.4.1. Temperatura 
 
Se incluyó la medición de temperatura corporal rectal, la cual se encuentra dentro 
de los rangos normales entre de 38°C y 39°C, considerandose hipotermia por 
debajo de estos valores o de hipertermia o fiebre si el valor encontrado los 
sobrepasa.  Para la generalidad del estudio se encontró un alto porcentaje dentro 
de los valores normales y sobretodo en la ciudad de Bogotá, se evidenció que 
estaban en proporción 2:1 los normales respecto de los hipotérmicos y en la 
ciudad de Cali la casi totalidad de la muestra tanto positivos como negativos 
estaban dentro de los rangos normales y un porcentaje mínimo se presentó con 
hipotermia o hipertermia (2 casos y uno respectivamente). No se evidenció 
relación estadísticamente significativa entre la temperatura y los resultados 
parásitológicos (p=0,12) Esta no asociación entre positividad y termperatura es 
reportada por Roura et al., (2010); Sikes (2010); Suliman (2009); Tasker et al. 
(2009), Tasker (2006), Messik (2004); Criado-Fornelio (2003), hacen referencia a 
la presentación de fiebre pero únicamente en las fases agudas de la enfermedad, 
en las cuales se acompaña de otros sintomas no específicos como letargia y 
anorexia e incluso en los casos de cronicidad no hay síntomas visibles, además 
se ha visto que la presentación de fiebre también está relacionada con la 
patogenicidad de cada de una los Mycoplasmas involucrados en la presentación 
de la entidad como son Mycoplasma haemofelis, “Candidatus” Mycoplasma 
haemominutum y “Candidatus” Mycoplasma turiciesis, los cuales varían en la 
inducción de síntomas, siendo el primero el más patógeno y disminuyendo en 
patogenisidad los demás.  
 
Cuando se analiza respecto de los animales de más corta edad, se observa que 
en el caso de la ciudad de Bogotá, los animales hipotérmicos corresponden en un 
alto grado a aquellos menores de seis meses (p=0,001), seguidos de aquellos 
entre seis meses y un año (p=0,07), posiblemente en razón a que se trata de  
gatitos (cachorros de gato) con dificultades para termorregular sobretodo en un 
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medio tan hostil, en el que el consumo de alimento se reduce bastate, las 
instalaciones son frias y húmedas.  Los casos de hipertermia o fiebre no se 
demostraron en el estudio, y la asociación entre temperatura de los animales y 
presentación del hemoparásito no se dio (p=0,6). 
 
5.4.2. Frecuencia respiratoria y frecuencia cardíaca 
 
Otro parte del exámen clínico correspondió a la medición de frecuencias 
respiratorias y cardiacas, las cuales se ven alteradas en primer lugar por el 
manejo masivo que se da de los animales antes de la realización del examen 
clínico general y la medicación para la toma de las muestras de sangre. De otro 
lado estas mediciones se realizaron para establecer el monitoréo general de los 
animales, debido a la premedicación con Atropina - Xilazine la cual permitía la 
segura y adecuada manipulación de los animales muestreados. De un lado la 
Atropina es el anticolinérgico de elección para prevenir la bradicardia que 
sedantes del tipo alfa-2 agonistas como el Xilazine, pueden causar (Galindo, 
2009). 
Es por las razones anteriormente mencionadas y porque su asociación con la 
presencia o no del parásito no es directa, que no se expone ninguna conclusión 
respecto de este parámetro. 
 
5.4.3. Membranas mucosas 
 
En la evaluación general de un paciente, se realiza la inspección de las mucosas 
visibles fácilmente, para orientar respecto del estado de irrigación, hidratación y 
como una forma indirecta de evaluar procesos anémicos como en el caso de la 
Mycoplasmosis (Sikes, 2010, Suliman, 2009; Lobetty, 2007; Tasker, 2006; 
Messick, 2004;Tasker & Lappin, 2002).  En este estudio se evaluaron las 
mucosas oral, ocular y vulvar, encontrandose en algunas de ellas una asociación 
significativa respecto del parasitismo.  Es así como por ejemplo en el caso de la 
mucosa oral, se encontró asociación en el estudio en general (p=0,042) y para la 
ciudad de Bogotá (p=0,019), pero en el caso de la ciudad de Cali no (p=0,48). 
 
5.4.3.1. Mucosa oral 
Es así como la coloración blanca o pálida de la mucosa oral, colores asociados a 
la presentación de anemias por el hemoparasitismo alcanzó un 41,5% de los 
casos positivos (64 casos) mientras que el 57,1%, a pesar de ser positivos a la 
presencia del parásito las mucosas se mantenían rosadas. 
En el caso de la ciudad de Bogotá, 49 casos positivos (13,8%) evidenciaron 
membranas blancas y 5 (1,4%) casos positivos tenían mucosas pálidas 
(p=0.019), evidenciándose la asociación entre el hemoparasitismo presente y el 
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síntoma palidez o blancura reflejadose la posible anemia.  En Cali, solo se 
evidenciaron membranas pálidas en 10 (15,2%) casos positivos (p=0,48) 
 
5.4.3.2. Mucosa ocular 
 
Para el caso de la mucosa ocular la asociación a nivel general (p=0,076) y la 
ciudad de Cali (p=0,25), no se estableció, mientras que para Bogotá, fue 
representativa (p=0,012 ), en el caso de la ciudad capital 56 casos (43,5%) de los 
positivos mostraron mucosas blancas o pálidas mientras el 54,3% restante eran 
rosadas.  
 
5.4.3.3. Mucosa vulvar 
La última mucosa a evaluar fue la vulvar, la generalidad del estudio (p=0,056) y 
Cali (p=0,69), no mostraron asociación pero la ciudad de Bogotá (p=0,036) si. 
Esta última ciudad, mostró 28 casos positivos (21,6%) con coloración de la mucosa 
blanca o pálida, mientras que el porcentaje restante fueron rosadas o se trataba de 
machos.  Concluyendo, la asociación entre el color de las mucosas y el estado 
anémico de los gatos muestreados, fue consistente para la ciudad de Bogotá.  
  
5.4.4. Presencia de ectoparásitos   
 
Dentro de la epidemiología de la Mycoplasmosis y otras enfermedades 
hemoparasitarias se ha considerado y comprobado la intervención de artropodos 
como pulgas y garrapatas (Ctenocephalides felis, Ctenocephalides canis y 
Rhipicephalus sanguineus) (Shaw, et al., 2001).  Para el caso de este trabajo, 
solo se evidenció la presencia de Ctenocephalides felis felis pero sin asociación 
estadística significativa con la presentación de la enfermedad (p=0,213). La 
presencia del vector se relacionó solo en 36,4% de los casos positivos y en un 
alto porcentaje correspondieron a (Ctenocephalides felis felis), la cual sigue 
siendo la más frecuente en los gatos domésticos (Shaw et al., 2001; Eckstein & 
Hart, 2000). 
 
En este punto del análisis es necesario recapitular lo que varios autores coinciden 
en mencionar dentro de la epidemiología, como otras rutas posibles de 
transmisión, las cuales incluyen la transmisión vertical de madre a gatitos, o 
durante el proceso del parto o la lactancia, por la contaminación con sangre del 
huésped; transfusiones sanguíneas, utilización de un vial de medicación para 
varios gatos, los rasguños y mordeduras en los que haya contacto con  sangre 
proveniente del hospedero (No de saliva) (Roura, 2010; Sikes, 2010; Suliman; 
2009; Laberke, 2009; Lobetty, 2007; Tasker, 2006; Messick, 2004; Tasker & 
Lappin, 2002).  La presentación de Ctenocephalides felis  esta ampliamente 
respaldada por la literatura (Labruna, 2009; Koutinas et al., 1995) ya que se trata 
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de un vector cosmopolita, muy frecuente en mamíferos domésticos que incluyen 
gatos, perros, zarigueyas e incluso mamíferos salvajes que habitan en las áreas 
peridomiciliarias (Blagburn, 2009; Wall & Shearer, 2001). 
 
La no presentación de otros de los hemoparásitos propuestos, se ve relacionada 
directamente con la ausencia de otro tipo de vectores, que aunque reportados 
para Colombia y el trópico en general, no fueron encontrados en ninguna de las 
dos ciudades.  Los hábitos de lamido permanente de los gatos, pueden justificar 
tanto la baja presentación de cualquiera de los géneros de pulgas, como la 
ausencia de garrapatas. 
La ausencia de garrapatas en los gatos de ambas ciudades se relaciona 
directamente con no encontrar ningún otro de los hemoparásitos propuestos en el 
estudio y en los cuales el vector involucrado es una garrapata, como 
Rhipicephalus sanguíneus pero que igualmente se reporta como poco frecuente 
en gatos (Blagburn, 2009). 
 
Tanto para el caso de las pulgas como para el de las garrapatas, el 
comportamiento de constante lamido (acicalamiento) por parte de los gatos, hace 
que estos vectores sean removidos y su permanencia en el pelaje y la piel sea 
muy limitado; de otro lado el frio es un factor medioambiental poco favorables 
para estos vectores (Blagburn, 2009; Akucewish et al., 2002), situación común en 
ambos centros de zoonosis. 
 
5.5. Toma y recolección de muestras de sangre  
 
5.5.1. Sangre venosa  
 
Las 420 muestras de sangre venosa colectadas en tubos con EDTA, fueron 
procesadas en su totalidad y los resultados de los cuadros hemáticos son tema 
de analisis posteriormente.  Respecto de los frotis sanguíneos realizados a partir 
de la sangre tanto venosa como capilar, estos deben realizarse directamente a 
partir de la sangre tomada de la yugular o del extremo de la oreja o de la punta de 
la cola, sobre la lámina sin ningún tipo de contacto con sustancias 
anticoagulantes ya que el efecto sobre los glóbulos rojos hace que se desprendan 
los parásitos y sea más difícil observarlos o confundirlos con artificios de diferente 
índole. 
 
5.5.2. Sangre capilar 
 
A partir de las muestras de sangre capilar se realizaron todos los extendidos para 
la prueba de Woo, por lo tanto en cada lámina se encuentran dos muestras de la 
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línea de blancos mezclada con plasma, con la posibilidad de encontrar con mayor 
posibilidad Trypanosomas spp o Dirofilarias los primeros con escasas 
posibilidades por la ausencia de triatominos en las zonas urbanas.  En el caso de 
las microfilarias, si la fase de la entidad es muy crónica no seran fácilmente 
observables.  
 
5.5.3. Colecta de ectoparásitos 
 
El manejo ordenado y sistemático propuesto en la metodología (Orozco et al., 
2008; Alcaino et al., 2002) permitió que cada animal fuera rápida y eficazmente 
revisado, con el fin de encontrar la mayor cantidad de ectoparásitos presentes 
colocarlos en los tubos de ensayo con lactofenol, para su posterior clasificación.  
Existen varias propuestas para la preservación de insectos que contemplan 
desde el alcohol etílico como el más común de los preservantes líquidos, otros 
son líquidos solos o mezclados como el Xilol y sus posibles variantes o mezclas, 
solución de Hoo, solución de Kahle, formaldehído, pero la única sugerida cuando 
se requiere la observación detallada de estructuras específicas como antenas, 
aparato bucal y otras, con miras a garantizar una mejor clasificación, es el 
Lactofenol, solución que se utilizó con los ectoparásitos colectados, 
evidenciandose sus beneficios en la fase de lectura (Márquez, 2005). 
 
5.5.4. Conservación de las muestras 
 
La preservación de las muestras de sangre, refrigeradas hasta su llegada al 
laboratorio, a 4°C garantizó que su procesamiento fuera exitoso y no se perdieran 
para su correcto procesamiento (Ávila, 2002). 
 
5.6. Procesamiento de las muestras parásitológicas 
 
5.6.1. Coloración de Giemsa 
 
El procedimiento descrito en la metodología permitió estandarizar el 
procedimiento para la tinción de frotis sanguíneos coloreados coloreados con 
Giemsa, ya que se hicieron múltiples ensayos previos, hasta obtener el mejor 
resultado en la colorción tanto de estructuras normales como de parásitos.  La 
sensibilidad reportada para esta prueba diagnóstica es del 32% (Tasker, 2010), 
mientras que la especificidad es del 100 por ciento.  Los artefactos son de 
diferentes índoles, como por ejemplo precipitaciones del colorante, contaminación 
de la lámina, corpúsculos celulares, pero las características por  menor tamaño 
de los parásitos, gram negativos bien definidos, no son refringentes, hacen que 
confundir el parásito con los artefáctos, no sea posible para un observador bien 
entrenado. 
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5.6.2. Coloración de Gram 
 
Se planteó como una alternativa frente a las coloraciones diferenciales 
tradicionales para hemoparásitos, basandose en la definición de bacteria gram 
negativa que tiene el Mycoplasma spp, y porque el uso de variaciones de este 
colorante son utilizadas en el diagnóstico de otros hemoparásitos  en humanos, 
como la tinción de Machiavello. 
 
5.6.3. Pruebas de Woo 
 
Aunque la sensibilidad de la prueba aún se pone a discución, debido a que esta 
puede estar sujeta a la experiencia del técnico que la ejecuta y el grado de 
parasitemia, sigue siendo una de las pruebas rápidas indicada para el diagnostico 
de dirofilariasis y tripanosomiasis ya que el evidenciar el parásito en el frotis 
sanguíneo es confirmativo de la entidad.  En la parte clínica se sugiere se 
combine con otras pruebas diagnósticas como RX de tórax en pacientes con 
sospecha de la entidad, pero que no se ha podido confirmar mediante esta 
prueba (Ferrer, et al., 2002; Desquesnes &Tressel, 1996). 
 
5.7. Procesamiento de muestras clínicas 
 
5.7.1. Cuadros hemáticos 
 
Las 420 muestras para cuadro hemático dieron los resultados analizados a 
continuación. 
  
5.7.1.1. Parámetros indicativos de anemia (Hematocrito, 
Hemoglobina, Recuento de Glóbulos Rojos, VCM (Volumen 
Corpuscular Medio, CCMH (Concentración Corpuscular 
Media de Hemoglobina) 
El abordaje de las anemias se contempló desde las diferentes posibilidades 
clínicas en nuestro medio, las cuales van desde la sencilla medición de 
hematocrito y proteínas, la realización de cuadros hemáticos manuales, hasta 
conteos automatizados, para establecer por cualquier técnica un diagnóstico 
presuntivo de anemia o hasta clasificarla como regenerativa o arregenerativa. 
Desde cualquier punto de vista la asociación entre la presencia del parásito y la 
anemia, no se pudo establecer  como se resume en el siguiente cuadro, resultado 
que coincide con lo reportado por Roura et al., en Barcelona (España), en 2010, 
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utilizando PCR como medio diagnóstico.  Al respecto de la anemia, el presente 
estudio se comportó como el realizado en Alemania en 2009, en el que Laberke 
et al., llegaron a la conclusión en su publicación que la infección con 
hemoplasmas felinos no fue la causa común de anemia en los gatos del sur de 
Bavaria (Alemania).   
 
Pero antagoniza con el resultado encontrado en un estudio en Italia por Gentilini 
et al., 2009, con igual técnica diagnóstica,pero en la cual si se evidenció 
asociación entre el parasitismo por Mycoplasma haemofelis y el valor de 
Hematocrito (p=0,03), el valor de Hemoglobina (p=0,02) y el del contéo de 
glóbulos rojos (p=<0,01), resultados que a la luz del comportamiento natural de la 
enfermedad, son claramente explicados por diferentes eventos biológicos y 
fisiopatológicos, es relevante mencionar en esta parte, que dentro de las 
conclusiones de una amplia  revisión publicada por la doctora Tasker (2010), se 
concluye que las predicciones establecidas a partir de las infecciones 
experimentales, desafortunadamente , no son aplicables al curso que por 
infección natural tiene la Mycoplasmosis. 
 
La literatura coincide en describir que la entidad conocida como Mycoplasmosis, 
Haemobartonellosis o Anemia Infecciosa Felina, es una entidad en la que se 
produce anemia hemolítica en gatos jóvenes que se recuperan prontamente y se 
comportan como portadores sanos; la entidad puede presentarse desde 
asintomática (subclínica o crónica), hasta muy severa, lo cual puede depender de 
el grado de parasitemia, la fase en que se encuentre el ciclo de vida del parásito y 
la variedad de parásito generador de la entidad (Suliman, 2009; Messick, 2004), 
es comportamiento clínico de la entidad, explica porque la asociación entre 
animales positivos y anemia no se pudo establecer de forma concluyente y abre 
la posibilidad de pensar que animales negativos pero con anemia sean de 
aquellos en los que la parasitemia es tan baja que no se puede evidenciar 
mediante un frotis sanguíneo, pero que su única evidencia paraclínica sea la 
anemia. 
 
De otro lado hay que considerar como las variedades de Mycoplasma como 
Mycoplasma haemofelis, genera anemia en inmunocompetentes, mientras que 
las variedades concideradas menos patógenas como son “Candidatus” 
Mycoplasma haemominutum y “Candidatus” Mycoplasma turicensis la 
generan en animales inmunocomprometidos que pueden deberse a la presencia 
de entidades retrovirales, tratamientos quimioterápicos contra el linfoma, 
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esplenectomía y en algunos casos animales muy jóvenes (Barrs, 2010; Sykes et 
al., 2010; Tasker, 2010; Tasker et al., 2006).  La variabilidad en la patogenicidad 
de estas tres especies es parte de la posible explicación para aquellos casos en 
que ante la evidencia del parásito no haya anemia detectable. 
  
La infección aguda puede cursar con anemia causada por episodios graves de 
hemólisis o por secuestro de la sangre en el bazo y en esta fase puede 
presentarse un pico de parasitemia que dura pocos días y suele darse días antes 
de un episodio hemolítico grave (Tasker et al., 2006).  Esta afirmación es 
consistente frente a quellos casos en que las anemias fueron registradas, pero no 
asociadas a la presencia del parásito en los frotis.  
 
5.7.1.2. Proteínas plasmáticas totales 
Los valores de proteína fueron analizados para encontrar las posibles 
alteraciones que pueden acompañar a los procesos anémicos como son la 
hipoproteinemia o en el caso de los hemoparasitismos la hiperproteinemia, 
aparecen entre 8 y 22 días postinfección y pueden permanecer en condiciones 
experimentales hasta por cuatro semanas a 4°C y en condiciones naturales a 
37°C persistir hasta por 5 semanas, generalmente esta reacción está relacionada 
con infecciones por Mycoplasma hemofelis (Tasker, 2010; Tasker et al.  2009, 
Sodikoff, 2007), el tipo de muestreo único, diseñado para el estudio, no permite el 
seguimiento de los casos y así verificar cambios significativos en el hemograma.  
En este estudio no se etableció asociación entre los niveles de proteína y las 
parasitemias registradas, la elevación de las inmunoglobulinas tampoco se 
verificó ya que la hiperproteinemia registró niveles muy bajos y la la 
hipoproteinemia para la ciudad de Bogotá alcanzó el 41,9% de los casos positivos 
y un valor de p=0,52; en la ciudad de Cali la hipoproteinemia alcanzó un valor del  
4% y el valor de p=0,26, el resto de resultados se concentraron en la 
normoproteinémia.  Nuevamente en la literatura se respalda este resultado con el 
estudio de España (Roura et al., 2010) y en Alemania (Laberke et al., 2009). 
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Tabla 11.  Comparación de los parámetros para la clasificación de anemias   
BOGOTÁ     
N° casos 
positivos 
% dentro 
de 
negativos N° casos negativos 
% dentro 
de 
negativos Valor de P 
Hematocrito Anemia 36 27,9 53 23,6 0,42
Normalidad 92 71,3 167 74,2
Hemoconcentración 1 0,8 5 2,2
Hemoglobina Hipohemoglobinemia 11 8,5 16 7,1 0,8
Normohemoglobinemia 117 90,7 208 92,4
Hiperhemoglobinemia 1 0,8 1 0,4
Recuento GR Anemia 26 20,2 39 17,3 0,46
Recuento Normal 103 79,8 184 81,8
Recuento Aumentado 0 0 2 0,9
VCM Anemia 53 58,9 104 46,2 0,34
Normalidad 76 41,1 121 53,8
CCMHG Anemia 41 31,8 85 37,8 0,25
Normalidad 88 68,2 140 62,2
AMH Anemia Regenerativa 20 15,5 43 19,1 0,39
Amh Anemia Arregenerativa 5 3,9 14 6,2 0,34
CALI     
N° casos 
positivos 
% dentro 
de 
negativos N° casos 
negativos 
% dentro 
de 
negativos Valor 
de P 
Hematocrito Anemia 4 16 7 17,1 0,96
Normalidad 21 84 34 82,9
Hemoconcentración 0 0 0 0
Hemoglobina Hipohemoglobinemia 1 4 1 2,4 0,4
Normohemoglobinemia 23 92 40 97,6
Hiperhemoglobinemia 1 4 0 0
Recuento GR Anemia 1 4 1 2,4 0,72
Recuento Normal 24 96 40 97,6
Recuento Aumentado 0 0 0 0
VCM Anemia 15 60 18 43,9 0,2
Normalidad 10 40 23 56,1
CCMHG Anemia 12 48 22 53,7 0,65
Normalidad 13 52 19 46,3
AMH Anemia Regenerativa 8 32 9 22 0,36
  Amh Anemia Arregenerativa 0 0 0 0 0
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5.7.1.3. Recuento de glóbulos blancos 
El recuento de globulos blancos se verificó pensando en aquellas entidades como 
Hepatozoonosis, en la que posiblemente se pudiera modificar el recuento total de 
estos hacia niveles anormalmente bajos, o en el caso de otras comorbilidades 
que implicaran un cambio en los niveles leucocitarios por aumento como en el 
caso de las infecciones secundarias o por defecto en los mismos como en los 
procesos retrovirales asociados a la enfermedad e incluso por el uso 
quimioterápicos en los casos de  tratamientos antineoplasicos (Sikes, 2010, 
Laberke et al., 2009, Suliman, 2009, Criado-Fornelio et al., 2003).  En este 
estudio se concluye que no hay asociación entre este parámetro y la presencia de 
Mycoplasma spp, ya que los valores se concentraron dentro de la normalidad 
tanto en el conteo general de leucocitos como al analizar por separado los niveles 
de neutrófilos y de linfocitos, y los valores de p para cada ciudad confirmaron la 
no asociación (Bogotá p=0,84 y Cali p=0,29), queda para estudios futuros 
establecer si la relación entre los 38 casos positivos con leucopenia se debía a la 
presencia de otra entidad patológica asociada.  En la revisión de literatura solo se 
hace referencia  a los valores de leucocitos en un estudio en Italia en 2009 por 
Gentilini et al., en el cual la p=<0,01, explicando la asociación entre los animales 
afectados por Mycoplasma haemofelis, y aquellos que se encontraron libres de 
la infección, presentando los primeros leucocitosis, que los segundos no 
evidenciaron.  La literatura no hace un énfasis especial en la evaluación de los 
leucocitos respecto de las infecciones por hemoplasmas, en razón a que es un 
parásito restringido únicamente a afectar glóbulos rojos como lo comprobó el 
estudio realizado por Peters (2011). 
 
5.7.1.4. Recuento de reticulocitos 
A pesar de la falta de asociación entre el hemoparasitismo por Mycoplasma spp 
encontrado en el estudio y las anemias, se evidenciaron dichos procesos tanto en 
animales positivos como negativos y por consiguiente se pudo verificar el proceso 
compensatorio mediante la producción de reticulocitos.  La asociación entre estas 
células regenerativas y los casos positivos tampoco se demostró ya que para la 
ciudad de Bogotá, la p=0,51 y para Cali p=0,89.  De otro lado las asociaciones 
individuales del porcentaje de reticulocitos con los diferentes parámetros de 
medición de las anemias arrojaron p= 0,000, las cuales también son indicativas 
de la falta de asociaciones entre dichas variables. 
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5.8. Lectura de las láminas para las pruebas 
parásitológicas. 
 
La coloración de Giemsa registró la mayor cantidad de casos positivos, como era 
de esperarse por tratarse de una coloración de Romanowsky (Suliman, 2010; 
Irwin, 2009) sugeridas en la detección de hemoparásitos como Mycoplasma, 
pero la mayor detección del parásito se veríficó en las muestras de sangre 
venosa y no de la capilar, pudiendo relacionarse este hecho con las diferentes 
fases de la enfermedad clínica.  Es de anotar que el número de casos registrados 
por Giemsa capilar fue menor, pero por un margen muy pequeño.  
 
Al comparar los dos tipos de muestras de sangre se aprecia que existe una 
menor capacidad de detección del parásito en las muestras capilares que 
venosas en el caso de la coloración de Giemsa, mientras que para el caso de la 
coloración de Gram es inverso. 
 
La frecuencia de presentación general de Mycoplasma spp fue del 35% y los 
resultados de presentación por ciudad reportados en la coloración de Giemsa 
venosa para la ciudad de Bogotá fué de 29% y en Cali del 4%. 
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Tabla 12. Distribución del registro de casos positivos por coloraciones. 
 
 
 
La combinación de la prueba diagnóstica por coloraciones permitió establecer 
correlaciones entre ellas arrojando valores kappa de 0,9% y 0,84% (casi perfecta) 
para la combinación Giemsa venoso por Giemsa capilar y Gram venoso por Gram 
capilar respectivamente; 0,34 y 0,36 (baja), en las combinaciones Giemsa venoso 
por Gram venoso y Giemsa capilar por Gram venoso y 0,60 y 0,46 en las 
combinaciones Giemsa venoso por Gram capilar y Giemsa capilar por  Gram 
capilar respectivamente. Lo anterior no significa que los valores de kappa más 
altos sean la mejor combinación para el diagnóstico, ya que es justamente  la 
PRUEBA   PRUEBAS EN PARALELO   PRUEBAS EN SERIE 
TOTAL  ESTADO POSITIVO NEGATIVO   POSITIVO NEGATIVO 
GIEMSA VENOSO 
POSITIVO 141 0 47 94 141 
NEGATIVO 13 266 0 279 279 
GIEMSA CAPILAR 
POSITIVO 137 0 47 90 137 
NEGATIVO 17 266 0 283 283 
GRAM VENOSO POSITIVO 57 0 47 10 57 
NEGATIVO 97 266 0 363 363 
GRAM CAPILAR POSITIVO 74 0 47 27 74 
NEGATIVO 80 266   0 346 346 
TOTAL 154 266   47 373 420 
% de Positividad 
Giem Ven 0,33571429 
Giem Cap 0,32619048
Gram Ven 0,13571429 
Gram Cap 0,17619048 
COMBINACIÓN DE PRUEBAS ÍNDICE KAPPA 
VALOR INTERPRETACIÓN 
GIEMSA VENOSO X GIEMSA CAPILAR 0,95699255 Casi perfecta 
GIEMSA VENOSO X GRAM VENOSO 0,34889545 Baja 
GIEMSA VENOSO X GRAM CAPILAR 0,60639456 Moderada 
GIEMSA CAPILAR X GRAM VENOSO 0,362303 Baja 
GIEMSA CAPILAR X GRAM CAPILAR 0,46535175 Moderada 
GRAM VENOSO X GRAM CAPILAR 0,84672849 Casi perfecta 
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combinación Giemsa venoso por Gram capilar la que permite encontrar el mayor 
número de casos positivos. 
 
5.9.  Establecimiento de los niveles de parasitemias 
 
Para el caso de los niveles de parasitemias, el estudio registró que mayor 
cantidad de casos positivos, presentaban parasitemias bajas, es decir aquellas 
con evidencia de niveles entre 1 y 25 parásitos; situación que se repitió en todos 
los cuatro tipos de extendidos.  
 
Tabla 13.  Comparación entre los niveles de parasitemia según resultados en las 
coloraciones.  
PARASITEMIA Giemsa Venoso Giemsa Capilar Gram Venoso Gram Capilar 
 Bogotá        Cali Bogotá          Cali Bogotá           Cali Bogotá        Cali 
< 25 E.C. M* 80                 10 74                   10 47                       9 64                    9 
25 - 55 E.C. M* 37                   6 42                     6 0                         1 0                      1 
56 - 85 E.C. M 6                     0 3                       0 0                         0 0                      0 
>85 E.C. M* 2                     0 2                       0 0                         0 0                      0 
*Estructuras compatibles con Mycoplasma spp 
 
 
Tabla 14.  Resultados comparativos entre los resultados optenidos por Frotis y 
los optenidos por PCR 
  PCR Pos % PCR Neg % Total 
Frotis Positivo 
Bogotá 95 31,05 2 0,65 97 
Frotis Positivo Cali 13 4,25 1 0,33 14 
Frotis Negativo 
Bogotá 153 50,00 9 2,94 162 
Frotis Negativo Cali 32 10,46 1 0,33 33 
Total 293 95,75 13 4,25 306 
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5.10 Clasificación de ectoparásitos 
 
Respecto de los vectores, solo se encontraron pulgas, todas correspondientes a 
Ctenocephalides felis felis, según las claves taxonómicas propuestas en la 
metodología; se capturaron 249 especímenes en la ciudad de Bogotá y solo una 
en Cali. Para el caso de la ciudad de Bogotá los vectores correspondieron al 
38,6% de los 354 casos muestreados; en la ciudad de Cali el único especímen 
capturado, solo corresponde al 0,1% del total de 66 gatos muestreados. Como lo 
reporta la literatura abundantemente esta especie Ctenocephalides felis felis es 
cosmopolita, la más abundante tanto en caninos y felinos , como en otros 
mamíferos silvestres incluida la Zarigüeya, siendo igualmente impotante por ser el 
vector más comprometido en entidades como la Fiebre Murina, La fiebre 
transmitida por la pulga del gato y la Mycoplasmosis Felina (Horta et al., 2009; 
Bond et al., 2007; Gómez et al., 2001). 
 
5.11 Resultados por PCR 
 
La aplicación de la técnica de PCR, para confirmar la presencia de Mycoplasma 
spp al 72,85% de las muestras, es decir 306 casos, permitió evidenciar para el 
caso de la ciudad de Bogotá, el 50% de los casos (153 muestras), que por frotis 
eran falsos negativos y para el caso de la ciudad de Cali 32 casos el (10,45%) 
antes reportados como  falsos negativos. Así mismo permitió confirmar 95 casos 
(31,04%) positivos por frotis en la ciudad de Bogotá y 13 casos (4,25%) para Cali. 
Estos datos se presentan de forma resumida en la tabla 14. 
 
La sensibilidad y especificidad de la prueba de PCR se evidencian en los 
resultados encontrados al aplicarla y estan ampliamente respaldados en la 
literatura, tanto en procesos diagnósticos como en investigaciones que van desde 
los estudios respecto de los posibles mecanismos de transmisión para el 
Mycoplasma spp (Dean et al.,2007) las especies implicadas en la entidad clínica 
en los gatos y los posibles tratamientos a plantear (Bennett et al.,2011; Maher et 
al., 2010; Sykes et al., 2008; Kewish et al.,2004, Tasker et al., 2003) 
 
Aunque las asociaciones estadísticamente significativos no se pudieron 
establecer ni con la prueba parásitológica ni con la de PCR, es importante 
destacar mediante algunas tablas de resumen, como los casos positivos a esta 
prueba molecular registran un mayor número de casos con anemia macrocítica 
hipocrómica, quizá la mas asociada con una de las especies de Mycoplasma 
(“Candidatus” Mycoplasma haemominutum) (Maher et al., 2010; Kewish et al., 
2004; Tasker et al., 2003;Tasker  et al., 2003 ) 
  
106 
Capítulo  105
 
Para el caso de la anemica microcítica hipocrómica, asociada la la presentación 
de la entidad por Mycoplasma haemofelis, a asociaciones entre esta especie y 
“Candidatus” Mycoplasma haemominutum  , “Candidatus” Mycoplasma 
turicensis, coomorbilidades con el virus de la Leucemia Felina y estados de 
inmunosupresión, también fue mediante esta prueba que se evidenciaron el 
mayor numero de casos que presentaban este tipo de anemia (Maher et al., 
2010). 
Es evidente adicionalmente que el grupo de animales que no evidencian anemia 
de ningún tipo, es el mayor porcentaje, situación que es muy frecuente en los 
reportes de caso e investigaciones de prevalencia, en los cuales no se evidencia 
asociación con los parámetros hematológicos medidos ni con la presencia de 
ectoparásitos (Bennett et al.,2011; Maher et al., 2010). 
 
El comportamiento de la entidad dentro del estudio se asoció con la presentación 
de bajas parasitemias registradas tanto en la prueba parásitológica como en los 
resultados por PCR, situación que puede estar ligada con la especie de 
Mycoplasma involucrado en la infección, con el estado inmunitario del gato, o la 
fase clínica en la que se encuentra la entidad (Tasker, 2010). 
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Tabla 15.  Resultados Comparativos  Para Anemia Macrocitica Hipocrómica 
  Con Anemia % Sin Anemia % Total 
Positivo Ambas 
Pruebas 14 4,58 94 30,72 108 
Positivo Solo Frotis 1 0,33 2 0,65 3 
Positivo Solo PCR 30 9,80 155 50,65 185 
Negativo Ambas 
Pruebas 2 0,65 8 2,61 10 
 
Tabla 16.  Resultados Comparativos Para Anemia Microcitica Hipocrómica 
  Con Anemia % Sin Anemia % Total 
Positivo Ambas 
Pruebas 3 0,98 105 34,31 108 
Positivo Solo 
Frotis 0 0,00 3 0,98 3 
Positivo Solo PCR 4 1,31 181 59,15 185 
Negativo Ambas 
Pruebas 1 0,33 9 2,94 10 
Total 8 2,61 298 97,39 306 
 
Tabla 17.   Resultados de Niveles de Parasitemia en los Casos Positivos a 
Ambas Pruebas 
Parasitemia Gv Gc Grv Grc 
< 25 Parásitos 74 61 30 47 
25 - 55 Parásitos 20 31 0 0 
56 - 85 Parásitos 4 2 0 0 
> 85 parásitos 2 2 0 0 
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6. Conclusiones y recomendaciones 
6.1 Conclusiones 
El estudio permitió establecer mediante la realización de frotis sanguíneos teñidos 
con coloraciónes de Giemsa y Gram la presencia de Mycoplasma spp. en gatos 
domésticos de las ciudades de Bogotá (29%) y Cali (7%), alcanzando una 
frecuencia total de presentación de 36,6%, no se evidenció ningún otro 
hemoparásito o rickettsia de los planteados dentro del trabajo. 
 
Se implementó la técnica de PCR, a partir de muestras de sangre entera en papel 
de filtro, para detectar micoplasmas hemotrópicos felinos, confirmandose la 
presencia de Mycoplasma spp a partir del fragmento 16S rRNA y alcanzando una 
frecuencia de presentación de 95%. 
 
Entre los frotis positivos  y los resultados positivos a PCR hubo una concordancia 
de 97,29%, mientras que para los resultados negativos para frotis y negativos para 
PCR, hubo una discrepancia del 94,87%, el evidenciarse los falsos negativos 
reportados por frotis se puede concluir la relevancia de la implementación de la 
técnica molecular en el diagnóstico de la entidad. 
 
 
La presentación de un porcentaje tan elevado del microorganismo en los animales 
muestreados en los centros de zoonosis, comparado con otros estudios realizados 
mediente PCR  y en los cuales el número de animales muestreados es muy 
diferente, pero que varian en reportes de prevalencia que van desde 1,4% hasta 
74% y en los cuales se reportan infecciones con un solo hemoplasma o en 
combinanciones de las tres especies más reportadas en el gato doméstico. 
  
Respecto del hallazgo e identificación de los vectores se aislaron únicamente 
pulgas Ctenocephalides felis felis,  de 137 de los casos muestreados, 
correspondiente al 32,6% de los casos, situación que coincide con lo esperado por 
género y especie para el caso de los gatos y otros animales domésticos y salvajes 
en los cuales se reporta como la especie de pulga más frecuentemente 
encontrada; además porque aunque se considera un vector implicado en la 
transmisión de Mycoplasma spp, pero no la única fuente de transmisión, ya que 
la contaminación por mordeduras, arañazos, lactancia , parto y cualquier situación 
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en la que medie contaminación con sangre o saliva de los gatos enfermos puede 
transmitir la micoplamosis. 
 
Se concluye que la población utilizada para el estudio que proviene de centros de 
zoonosis, no es representativa para la población general ya que está constituída 
por gatos ferales provenientes de las capturas programadas, sin embargo, es un 
indicador de la dinámica de circulación de patógenos en esta especie. 
 
El hecho de no encontrar otro tipo de vectores, llama la atención ya que se 
esperaba que debido a condiciones ambientales diferentes, la posibilidad de 
encontrar garrapatas en clima cálido, como el de la ciudad de Cali fuera más 
factible, pero como se presentó en la revisión de literatura, es poco frecuente 
encontrar garrapatas en los felinos domésticos, posiblemente por los hábitos de 
acicalamiento frecuente que estos presentan. 
 
Los casos positivos a Mycoplasma spp., presentaron asociación 
estadísticamente significativa solamente con la coloración de las membranas 
mucosas, en las cuales estas se apreciaban pálidas o blancas, posiblemente 
debido a algún grado de anemia.  Los demás parámetros del exámen clínico y del 
cuadro hemático no presentaron asociación estadística relevante, lo cual coincide 
con muchos de los reportes de caso y de la revisión de literatura, que justifican 
estos mismos hallazgos, con la especie de Mycoplasma presente, de su 
patogenicidad, el grado de parasitemia,  la fase aguda, subaguda, crónica o de 
portador que los animales pudieran estar sufriendo. 
 
En este estudio la coloración de Giemsa fué la que detectó la mayor cantidad de 
positivos en este estudio, sin embargo algunos positivos por coloración de Gram 
no tuvieron Giemsa positivo. 
  
La ausencia de otro tipo de vector, está directamente relacionado con la no 
verificación de ninguna otra entidad, pero al evidenciarse los resultados 
confirmatorios mediante PCR, lo sugerente sería plantear  otros trabajos de 
investigación, en los que se puedan correr pruebas moleculares, que evidencien 
con mayor sensibilidad y especificidad cualquier otro tipo de entidad 
hemoparasitaria. 
 
No fue posible en este estudio identificar la presencia de los agentes etiológicos  
de ninguna de las entidades Babesiosis, Hepatozoonosis, Cytauxzoonosis, 
Trypanosomosis, Leishmaniosis, Mycoplasmosis, Anaplasmosis, Ehrlichiosis, ni 
Rickettsiosis. 
 
Tampoco fue posible establecer la presencia de agentes infecciosos que afecten a 
los gatos y que tengan impacto en la salud humana. 
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6.2 Recomendaciones 
 
El hallazgo de Mycoplasma spp, debe motivar la realización de otros estudios 
que amplien el rango de muestreo por ciudades, de animales con y sin evidencia 
de la entidad, de la aplicación de técnicas diagnósticas que permitan verificar las 
comorbilidades con  las enfermedades virales felinas, más frecuentes y la 
investigación e implementación mediante técnicas moleculares que permitan la 
confirmación no solo del agente etiológico encontrado en este estudio, sino 
posiblemente de los demás planteados pero no evidenciados y que también 
podrían tener un impato sobre salud pública. 
 
El establecimiento de la presencia e incidencia de ectoparásitos en felinos 
domésticos provenientes de ciudades con características medioambientales 
diferentes, es un campo de amplio estudio, que puede apoyar el análisis 
etiológico, epidemiológico y de control de diferentes entidades producidas por 
hemoparásitos. Dichos estudios en ectoparásitos deben incluir la confirmación 
mediante técnicas moleculares, de la presencia en los vectores de los posibles 
hemoparásitos y rickettsias que afectan a los gatos y que podrían tener un impacto 
en la población humana.  
 
Hoy por hoy es fundamental conocer el comporamiento de la Micoplasmosis,  su 
amplia variedad de cuadros clínicos y paraclínicos , por lo cual la investigación y la 
revisión de bibliografía debe ser constante. 
 
Este estudio y otros futuros deben buscar y ampliar el espectro de herramientas 
diagnósticas que permitan confirmar los posibles agentes etiológicos de entidades 
hemoparasitarias y rickettsiales. 
 
Es importante ampliar el campo de investigación en medicina felina a través de 
estudios que permitan entender dinámicas poblacionales tanto de felinos como de 
los agentes patógenos que los afectan, con el ánimo de mejorar la calidad de vida 
tanto de los felinos y sus propietarios. 
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A. Anexo 
 
Encuesta 
 
REGISTRO DE CASO 
Nº de Identificación: ________ (001) Bogotá       (002) Cali 
Fecha: __________________ dd/mm/aa  Ciudad:_______________ 
Raza: ___________________________________ 
Color del pelo:_____________________________ 
Peso en Kg: ______________________________ 
Sexo: ___________________________________ 
Edad Aproximada (meses /años): _____________ 
 
EXAMEN CLÍNICO GENERAL. 
Temperatura: ______________ Respiraciones / minuto:_________________ 
Sonidos particulares:______________________________________________ 
FC / minuto _______________ Soplo Cardíaco: Si ___  No___  Grado ______ 
Membranas mucosas: (N=normal, P=pálida, B=blanca, I=ictérica) 
 Oral ________Ocular________Vulvar________ 
PRESENCIA DE ECTOPARÁSITOS: 
Si ___   No ___   
OTROS SIGNOS PARTICULARES _____________________________________ 
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B. Anexo: Protocolo de preparación 
agua buferada pH7 
 
Na2HPO4 (0.15M)= 21.3g/l de agua destilada 
* Si es monohidrato emplear 23.6 g/l 
* Si es bihidrato emplear 26.29 g/l 
KH2PO4 (0.15 M) 20.4g/l de agua destilada 
NaCl (0.15M) = 8.8 g/l de agua destilada 
Molaridad del Na2HPO4 =178.12 g/mol 
Molaridad del KH2PO4 =136.09 g/mol 
Molaridad NaCl =58.44 g/mol 
  
De acuerdo al pH, se tomará de la solución stock: 
Para obtener una solución pH 6.4 
Na2HPO4 (0.15M) =32.3.ml 
KH2PO4 (0.15M) =67.7 ml 
NaCl (0.15M) =100.0ml 
  
Para obtener una solución pH 7.2 
Na2HPO4 (0.15M) =76.0 ml 
KH2PO4 (0.15M) =24.0 ml 
NaCl (0.15M) =100.0ml 
  
Medir el pH, esterilizar y almacenar a 4°C 
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C. Anexo 
Anexo: Protocolo para la elaboración de un gel de poliacrilamida 
(Tomado de Posso & Ghneim (2009) http://www.ivic.gob.ve/ecología/veg  consultado en 
línea noviembre 7 de 2011) 
 
Definiciones:  
o APS: Persulfato de Amonio  
o ADN: Ácido Desoxirribonucleico 
o AgNO3: Nitrato de plata  
o Bis-acrilamida: (N,N'-metilén-bis-acrilamida) 
o CH2O: Formaldehído 
o C2H6O: Etanol 
o C2H4O2: Ácido acético 
o HNO3: Acido nítrico 
o Na2CO3: Carbonato de sodio 
o M: Molar 
o mL: Mililitro 
o mM: Milimolar 
o nm: Nanómetro 
o ηg: Nanogramo 
o TEMED: Tetrametiletiléndiamina  
o TBE: Buffer de electroforesis Tris-borato/EDTA 
o µg: Microgramo 
o µL: Microlitro 
o µM: Micromolar 
 
Materiales y equipos 
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Reactivos Utilizados 
 Trisma base 
 EDTA  
 Acido bórico 
 Acido nítrico 
 Ácido Acético 
 Formaldehído  
 Hidróxido de 
Sodio 
 Detergente 
líquido 
 Etanol absoluto 
 Acido Acético 
 Bind Siline 
 Acrilamida 
 Bisacrilamida 
 Carbonato de 
sodio 
 Nitrato de plata 
(AgNO3) APS 
 H2O ultrapura 
 H2O destilada 
 Silicona de uso 
general y secado 
ultrarápido 
 
 
Materiales 
 Cinta  de papel 
 Jeringa 
 Peines  
 Toallas de papel 
 Bandeja de 
tinción 
 Espátula 
 Puntas azules 
 Puntas amarilla
o Equipos 
 Micropipetas 
 Material de vidrio 
 Probetas 
 vasos de 
precipitado 
 Temporizador 
 Agitador 
 Balanza Analítica 
 Fuente de poder 
 Cámara de 
electroforesis 
vertical 
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 Lavado y tratamiento de los vidrios 
 
 Lavar  los vidrios principales y contracara con  esponja suave y detergente 
(este procedimiento se debe realizar con esponjas y guantes diferentes para 
cada vidrio).  Si se requiere una limpieza profunda de los vidrios,  utilizar una 
solución de KOH / metanol (5g en 100ml).   
 Enjuague con abundante agua de grifo y realice un lavado final con agua 
destilada (este proceso se realiza hasta  cuando las superficies  estén libres 
de cualquier residuo contaminante) 
 Dejar secar al ambiente o utilizar una toalla de papel. 
 Tratamiento de vidrio contracara: poner en posición horizontal el 
vidrio sobre  una superficie limpia y seca. Adicione etanol absoluto y 
limpie la superficie con toallas de papel. Realice el procedimiento 3 
veces.  
 Adicione la silicona de forma uniforme en toda la superficie y brillar 
con toallas de papel hasta que no se observen residuos en ellas. 
 Tratamiento de vidrio principal: poner en posición horizontal el vidrio 
sobre  una superficie limpia y seca. Adicione etanol absoluto y limpie 
la superficie con toallas de papel, repitiendo 3 veces el 
procedimiento.  
 Adicione la  solución de bind siline de manera uniforme en toda la 
superficie (usar toallas de papel). Limpie la superficie con etanol 
absoluto. 
Nota: Después del tratamiento de los vidrios (principal y contracara) dejar 
5 minutos al ambiente antes de armar la cámara.   
 Armado y llenado de la cámara de electroforesis 
 Ubicar los separadores plásticos en los extremos laterales del vidrio 
contracara. Enfrentar con el vidrio principal, teniendo en cuenta que los 
separadores permanezcan en su sitio entre los dos vidrios. 
 Procedimiento para las cámaras Sequi Gen de BIORAD (21 x 50 cm; 38 x 50 
cm) 
 Colocar los soportes laterales que ajustan los dos vidrios con los 
separadores intermedios (Asegúrese que la parte inferior de los dos 
vidrios y los separadores se encuentren perfectamente alineados). 
Asegurar con los brazos que se encuentran en la parte media de los 
soportes. 
 Sellar la parte inferior de la cámara con la base de precisión 
correspondiente a la cámara y asegurar con las llaves  laterales. 
 Nivelar la cámara en forma horizontal, utilizando un nivel de agua. 
 Cargue una jeringa de 100 ml con la mezcla de acrilamida, APS y 
TEMED inmediatamente después de prepararla. Inserte la manguera 
correspondiente para el llenado por el orificio de la parte inferior de la 
cámara. 
 Dispense lentamente el contenido de la jeringa, hasta que observe el 
llenado completo y uniforme de la cámara (Figura 1). 
 Colocar el peine en la parte superior cuidadosamente para no  formar 
burbujas. Nota: El procedimiento anterior se debe realizar rápidamente 
antes de  la polimerización de acrilamida (5 minutos máximo para todo el 
procedimiento). 
 Dejar polimerizar el gel durante 20 minutos.  
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 Sacar cuidadosamente el peine. 
 Llenar con Buffer TBE 1X la base inferior y montar la cámara, enseguida 
llenar la cámara con buffer TBE 1X como se muestra en la figura 3. 
 Lave los pozos con buffer TBE1X utilizando una jeringa de 10 ml con 
aguja. 
 Servir en cada pozo las muestras mezcladas con buffer de carga.  
 Colocar las tapas con los electrodos para conectar a la fuente de poder. 
 Procedimiento para cámaras con vidrios de tamaño 22 x 16.5 cm 
 Ajustar (vidrios principal y contracara con los separadores intermedios) 
utilizando ganchos de presión en los laterales, (Asegurar que la parte 
inferior de los dos vidrios y los separadores  se encuentre perfectamente 
alineada). 
 Sellar la parte inferior de la cámara con cinta autoadhesiva, cubriendo 
parte del lateral inferior. 
 Cargue una jeringa de 50ml con la mezcla de acrilamida, APS y TEMED 
inmediatamente después de prepararla.  Asegure un sitio para colocar el 
gel de manera horizontal completamente nivelado y elevado, para dar 
campo a los ganchos de precisión.  
 Coloque la cámara inclinada aproximadamente 35 grados, para el iniciar 
el proceso de llenado. Dispense  lentamente el contenido de la jeringa, 
hasta que observe el llenado completo y uniforme de la cámara (Figura 
1). Colocar la cámara en posición  horizontal nivelada. 
 Colocar el peine en la parte superior cuidadosamente para no formar 
burbujas. Nota: El procedimiento anterior se debe realizar rápidamente 
antes de la polimerización de la acrilamida (máximo 5 minutos para todo 
el procedimiento).  
 Dejar polimerizar el gel durante 20 minutos.  
 Sacar cuidadosamente el peine, retire los ganchos de presión laterales y 
coloque cuidadosamente el gel en el soporte correspondiente, utilizando 
los ganchos de presión para sujetar el  gel a los párales de la cámara 
(ver figura). 
 Llenar con Buffer TBE 1x hasta 1cm por debajo del borde de las cubetas 
superior e inferior de la cámara.  
 Colocar las tapas  con los electrodos para conectar a la fuente de poder. 
 Lave los pozos con buffer TBE1X utilizando una jeringa de 10 ml con 
aguja y sirva en cada pozo las muestras mezcladas con buffer de carga.     
 Tinción con nitrato de plata y revelado con hidróxido de sodio para geles de 
poliacrilamida.  
 Separar suavemente la cámara del vidrio usando dos espátulas. 
Asegurarse que el gel este pegado a el vidrio.  
 Colocar el vidrio con el gel adherido en una bandeja de tinción. 
 Vierta 500mL de solución de fijación y mantenga en un agitador por 6 
minutos. 
 Retírelo de la solución de fijación y adicione 500mL de la solución de 
tinción y déjelo en el agitador por 15 minutos. 
 Retírelo de la solución de tinción (esta solución se puede recuperar y 
reutilizar hasta tres veces debido a que la eficiencia de la tinción 
declina) y lavar el gel dos veces con agua destilada. 
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 Adicionar 500 ml de solución de revelado preparada inmediatamente 
y agitarlo suavemente por 20 minutos. Una pequeña cantidad de 
polvo de plata metálico precipitado podría ser observado cuando es 
adicionada esta solución al gel. Las bandas irán apareciendo 
levemente en el gel durante esta fase. 
 Retirarlo de la solución de revelado y adicionar 500mL de la solución 
de paro y dejarla actuar por 15 minutos. 
 
 Tinción con nitrato de plata y revelado con carbonato de sodio para  geles de 
poliacrilamida.  
 
Separar suavemente la cámara del vidrio usando dos espátulas. Asegurarse que el gel 
este pegado a el vidrio.  
 
 Colocar el vidrio con el gel adherido en una bandeja de tinción. 
 Vierta 1000 ml de solución de fijación y mantenga en un agitador por 10 
minutos. 
 Retírelo de la solución de fijación y adicione agua desionizada dejándolo 
durante 1 minuto. 
 Adicione 1000 ml de la solución de oxidación y déjelo en el agitador por 3 
minutos. 
 Retírelo de la solución de oxidación y adicione agua desionizada durante 
1 minuto. 
 Adicionar 1000 ml de solución de tinción, tape y  agítelo suavemente por 
20 minutos.  
 Retirarlo de la solución de tinción y adicione agua desionizada durante 1 
minuto.  
 Adicionar 1000 ml de solución de revelado, ésta debe ser preparada 
inmediatamente y se dbe mantener a temperatura de 4°C, agítelo 
suavemente por 5 minutos. 
 Adicionar 1000 ml de solución de paro,  agítelo suavemente por 5 
minutos. 
 Adicione agua, agítelo por 30 segundos y descarte la solución. 
 
o PREPARACIÓN DE REACTIVOS 
 
Preparación de reactivos para la preparación un gel de poliacrilamida para 
electroforesis de muestras de ADN de origen animal en condiciones no denaturantes 
y condiciones denaturantes. 
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Preparación Bind Siline  
Vidrio principal de la cámara 
 Cámara de 
16.5 x 22 cm 
Cámara de  21 
x 50 cm 
Cámara de 
38 x 50 cm 
Bind Siline 1 μl 1.5 μl 3 μl 
Acido acético glacial 1.2 μl 2.5 μl 5 μl 
Etanol Absoluto 250 μl 500 μl 1000μl 
 
 
Preparación de TBE 10X 
Tris base  107.7g 53,85 g 
Acido Bórico  55.03g 27, 51 g 
EDTA 0.5 M (pH: 8.0) 40 ml 20 ml 
Completar a volumen final con agua 
ultrapura 
1000 ml 500 ml 
 
El pH  final del buffer es aproximadamente 8.3. 
Es esencial que este buffer sea preparado con Tris base. SI SE UTILIZA TRIS.Cl O 
TRIZMA,  LA CONCENTRACIÓN DE SAL ES DEMASIADO ALTA e influye en la 
migración de los productos. 
 
Preparación de EDTA 0.5 M  (pH: 8) 
372.2  g 1000 ml 1 M 
186.1 g 1000 ml 0.5 M 
18,64 g 100 ml 0.5 M 
 
Nota: Adicionar NaOH en lentejas + o – 3 gr, el pH debe estar en 8 para una solución de 
100 ml. 
 
 
 
Preparación Solución Stock 
acrilamida-bis acrilamida 40% 
 19:1 29:1 59:1 49:1 
Acrilamida 38g 38.7g 39.3g 39.2 g 
N,N-metilbisacrilamida 2g 1.3g 0.66g 0.8 g 
Volumen final de Agua 
desionizada 
100ml 100ml 100ml 100 ml 
 
Durante el almacenaje, la acrilamida y la bisacrilamida se convierten lentamente en ácido 
acrílico y ácido bisacrilico. La reacción de deaminación es catalizada por la luz y álcalis. 
Verifique el pH de la solución este en 7.0 o por debajo y almacene la solución en botella 
ambar a temperatura ambiente. Se deben preparar soluciones frescas cada pocos 
meses. 
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La acrilamida es un potente neurotóxico que se absorbe a través de la piel y sus efectos 
son acumulativos. Usar guantes y máscara de seguridad cuando pese los reactivos. 
Adicionalmente use guantes cuando manipule las soluciones que contiene estos 
químicos. Aunque la poliacrilamida es considerada no tóxica, debe ser manipulada con 
cuidado debido a la posibilidad de que pueda contener pequeñas cantidades de 
acrilamida sin polimerizar 
 
Preparación Solución de trabajo 
acrilamida-bis acrilamida 7 % 
Condiciones No Denaturantes 
 
 Cámara de 
16.5 x 22 cm 
Cámara de  21 
x 50 cm 
Cámara de 
38 x 50 cm 
Solución Stock Acrilamida-bis   
40% 
2.25ml 7.5 ml 15ml 
TBE 10X 1.5 ml 5 ml 10 ml 
Volumen final con Agua 
desionizada 
15ml 50ml 100ml 
 
Preparación Solución de trabajo 
acrilamida-bis acrilamida 7 % 
Condiciones Denaturantes 
 
 Cámara de 
16.5 x 22cm 
Cámara de  21 
x 50cm 
Cámara de 
38 x 50cm 
Solución Stock Acrilamida-bis   
40% 
2.25ml 7.5 ml 15ml 
TBE 10X 1.5 ml 5 ml 10 ml 
Urea 6.3 g 21 g 42 g 
Volumen final con Agua 
desionizada 
15ml 50ml 100ml 
 
 Solución para polimerización acrilamida-bis acrilamida  6% 
 
 Cámara de 
16.5 x 22cm 
Cámara de  
21 x 50cm 
Cámara de 
38 x 50cm 
Acrilamida-bis 6% denaturante o no 
denaturante 
15ml 50ml 85ml 
Persulfato de amonio 25% 35.3μl 117.6μl 200μl 
TEMED 13.2μl 44.1μl 75μl 
 Persulfato de Amonio 25% 
Persulfato de Amonio  2.5g 
Completar con agua ultrapura 10 ml 
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Nota: La solución debe ser almacena a 4°C. 
 
Preparación de reactivos para tinción con nitrato de plata y revelado con 
hidróxido de sodio para geles de poliacrilamida 
 
Solución de fijación Para 100mL Para 500mL Para 1000mL 
Etanol 10% 10mL 50mL 100mL 
Acido acético 0.5% 500µL 2.5mL 5mL 
Volumen final con H2O destilada 
500mL 
89.5mL 447.5mL 895mL 
Nota: Preparar la solución el día de uso y almacenar a temperatura ambiente. 
 
Solución de tinción 
AgNO3 1% (10 g / 1000mL) = 10X 
 Solución Stock  10X 
Almacenar en botella ámbar a 
temperatura ambiente 
Solución de trabajo 1% 
Se puede reutilizar tres veces la solución, 
almacenándola en botella clara a 
temperatura ambiente  
Nota: Preparar la solución el día de uso y almacenar a temperatura ambiente en frasco 
ambar. 
 
Preparación Solución de trabajo 2X 
Solución Stock 
10X 
Almacenar en botella ámbar a temperatura ambiente 
Solución de trabajo 
Para un volumen final de 700 ml se deben tomar 140ml del stock y 
completar con agua desionizada. 
 
 
 Para 100mL Para 500mL Para 1000mL 
NaOH 1.5% 1.5g 7.5 g 15g 
Formaldehído 0.15% 150µL 750µL 1.5mL 
Volumen final con H2O destilada 
500 mL 
100mL 500mL 1000mL 
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Solución de revelado 
 
Solución de paro Para 1000mL 
Solución Stock 10X Na2CO3, 
7.5% 
7.5g 
Volumen final con H2O 
destilada 
10mL 
Solución de trabajo 1X, 0.75% 100mL 
Volumen final con H2O 
destilada 
900mL 
 
 Preparación de reactivos para tinción con nitrato de plata y revelado con 
carbonato de sodio para  geles de poliacrilamida. 
 
Solución de fijación Para 
1000mL 
Etanol 100mL 
Acido acético 10mL 
Volumen final con H2O desionizada 
890mL 
895mL 
 
 
Solución de oxidación Para 
1000mL 
Acido nítrico 15mL 
Volumen final con H2O desionizada 
958 mL 
985mL 
 
 
Solución de Tinción Para 
1000mL 
Nitrato de plata 1g 
Formaldehido 1.2ml 
Volumen final con H2O desionizada 
1000mL 
1000mL 
 
Solución de revelado Para 1000 
mL 
Carbonato de sodio 30g 
Formaldehido 540μl 
Volumen final con H2O desionizada 
1000mL 
1000mL 
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